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RESUMEN 
La llama (Lama glama) es un herbívoro que posee un sistema digestivo conformado por tres 
compartimentos. El primer compartimento (C1), similar al rumen en los rumiantes, posee un 
ecosistema microbiano complejo que incluye bacterias, protozoos, arqueas y hongos. En este 
compartimento ocurre la fermentación del forraje consumido, un proceso fundamental para la 
nutrición del animal. El contenido del C1 de la llama se encuentra pobremente caracterizado, en 
gran medida debido a las dificultades que involucra trabajar con los microorganismos 
anaerobios estrictos que lo habitan. El objetivo de este trabajo fue contribuir al conocimiento 
de los microorganismos presentes en el C1 de la llama procedentes de dos zonas geográficas 
distintas. Se utilizaron varias estrategias para obtener información de la ecología microbiana del 
C1: Cuantificación de bacterias anaerobias totales (CBAT), bacterias celulolíticas (CBC), bacterias 
amilolíticas (CBA), cuantificación de ácidos grasos volátiles (AGV) y de amoníaco. Se aislaron 
bacterias anaerobias estrictas mediante el método de “roll tube”. Se secuenciaron parcialmente 
dos aislamientos de este trabajo. Se realizó la prueba de reacción en cadena por la polimerasa 
(PCR) para la detección de las principales bacterias que colonizan el C1 de la llama. La 
composición de la comunidad bacteriana de las llamas de Buenos Aires (BA) y de Jujuy (JU) fue 
determinada mediante la construcción de genotecas de clones 16S ARNr. También se 
construyeron genotecas de clones para la detección de bacterias fibrolíticas (genoteca RA, RF y 
FS), mediante el uso de iniciadores específicos. La composición de la comunidad de arqueas 
metanogénicas fue determinada mediante la construcción de genotecas de clones 16S ARNr 
(genoteca arquea) y genoteca de clones a partir de la amplificación del gen codificante de la 
coenzima metilo reductasa (mcrA) (genoteca mrcA), cuyo producto es esencial para la 
biosíntesis de metano. Se realizaron las curvas de rarefacción, los índices de riqueza y diversidad 
de todas las genotecas (Chao, Ace, Shannon y Simpson). También se cuantificaron e 
identificaron protozoos anaerobios. Los valores encontrados de la CBAT, CBC y CBA fueron 
superiores en las llamas localizadas en Jujuy. En todos los animales el pH del C1 mostró una 
clara relación inversa con la concentración de AGV totales, siendo los principales ácidos el 
acético, butírico y propiónico. Los valores de amoníaco mostraron ser más elevados en las 
llamas de Jujuy. Los aislamientos bacterianos fueron caracterizados como anaerobios estrictos, 
Gram negativos, con morfología bacilar, ligeramente curvos, no formadores de esporas y 
productores de ácidos grasos volátiles, mayoritariamente ácido butírico. Si bien estos 
aislamientos utilizaron un amplio rango de carbohidratos como fuente de carbono y energía, 
ninguno pudo utilizar celulosa. La combinación de resultados moleculares, fenotípicos y  
bioquímicos revelan que estos aislamientos corresponden al filum Firmicutes, de los cuales seis 
aislamientos pertenecen al género Pseudobutyrivibrio y cinco al género Butyrivibrio. Un 
aislamiento pudo ser clasificado como Pseudobutyrivibrio ruminis. La secuenciación parcial del 
genoma del aislamiento Inlla 3 (correspondiente a Pseudobutyrivibrio ruminis) generó 3,921,932 
pb (en 83 contigs) con un contenido de 40% de GC, identificándose 3654 ORFs y 47 genes fueron 
clasificados como codificantes para probables glicosil hidrolasas, mientras que aislamiento Inlla 
4 (correspondiente a Butyrivibrio sp.) generó 3,795,734 pb (en 103 contigs) con un contenido de 
41% de GC, identificandose 3397 ORFs y 64 genes fueron clasificados como codificantes para 
probables glicosil hidrolasas. Las secuencias de los clones de las genotecas de 16S ARNr BA y JU 
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(de aprox. 1500 pb), fueron agrupados en cuatro niveles: especie, género, familia/clase y filum, 
definidas al 97%, 95%, 87% y 80% de similitud respectivamente. Las genotecas BA y JU 
estuvieron compuestas principalmente por el filum Firmicutes (50% y 79%), seguido por 
Bacteroidetes (38% y 15%), respectivamente. El algoritmo LIBSHOUT mostró que existe una 
diferencia significativa entre las dos poblaciones (p<0,05). En base al análisis de las secuencias 
del 16S ARNr clonadas se identificaron potenciales nuevas especies bacterianas. Las genotecas 
RA, RF y FS, revelaron la diversidad genética de las principales especies bacterianas celulolíticas, 
las cuales tienen alta similitud con aislamientos de Ruminococcus albus, Ruminococcus 
flavefaciens y Fibrobacter succinogenes procedentes de otras especies animales. El análisis de 
las secuencias 16S ARNr de la genoteca arquea mediante BLASTN sugiere la presencia de 
arqueas con similitud (90-99%) a aislamientos de Methanobrevibacter spp. Las secuencias del 
gen mrcA de la genoteca mcrA muestran similitud a aislamientos de Methanobrevibacter spp. 
(96-99%) y Methanomicrobium mobile (99%). Ambas genotecas presentan similitud con 
secuencias de arqueas no cultivadas de diversos origenes (ovino, alpaca, ciervo, dromedario, 
búfalo y bovino). La concentración total de los protozoos de las llamas de Buenos Aires, Tilcara y 
Cieneguillas (Jujuy) fue de 9,6; 10,4 y 5,5 x 10⁴/ml respectivamente. Estas diferencias no fueron 
significativas (p>0,05). El género Entodinium fue el más prevalente, siendo las principales 
especies encontradas E. longinucleatum y E. caudatum. El género Eudiplodinium fue observado 
en menor proporción, siendo E. maggi la única especie encontrada. Este es el primer reporte de 
esta especie en camélidos. Este es el primer trabajo que aporta información respecto a la 
cuantificación, detección y diversidad genética de microorganismos anaerobios a partir del C1 
de la llama. La densidad alta de microorganismos anaerobios presentes en C1, sobre todo 
bacterias degradadoras de fibra y su diversidad, pueden explicar parcialmente la supervivencia 
de estos animales en condiciones climáticas adversas donde se alimentan con pasturas fibrosas 
de baja calidad nutricional. Los resultados proveen una visión del ecosistema bacteriano de la 
llama y sienta las bases para futuros estudios. 
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INTRODUCCIÓN  
1. INTRODUCCIÓN GENERAL  
La Llama (Lama glama) (Figura 1) como los otros Camélidos Sudamericanos (CSA), la alpaca, 
la vicuña y el guanaco, constituyen una riqueza pecuaria y genética de las poblaciones andinas. 
Estos animales cumplen un rol fundamental en la subsistencia de las comunidades altoandinas, 
siendo tradicionalmente utilizados como fuente de carne, fibra y cuero (Novoa & Wheeler 1984; 
Sumar 1988). Los CSA y los rumiantes taxonómicamente pertenecen al Orden Artyodactila, pero 
se clasifican en dos subórdenes diferentes: Tylopoda y Ruminantia, respectivamente.  
 
Figura 1. Fotografía de un hato de llamas en Cieneguillas –Jujuy. 
 
Los estudios realizados en eficiencia digestiva, selectividad, consumo y nutrición de los CSA 
especialmente de la llama, demuestran que estas especies se encuentran mejor adaptadas a las 
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condiciones ambientales adversas de las regiones andinas, como la altura, el frío y el consumo 
de forrajes de baja calidad en relación a los bovinos, ovinos y caprinos, criados bajo las mismas 
condiciones (San Martin 1991). Las CSA son herbívoros que en la altura prefieren alimentarse de 
forrajes secos y fibrosos, como son las Festucas, Stipas y Calamagrostis. Estos forrages son de 
difícil digestión para otras especies animales. 
Los CSA y los rumiantes, evolucionaron de estómagos simples, los cuales fueron 
desarrollando características gástricas similares, debido probablemente a la acción de factores 
selectivos propios de cada especie (Webb 1974; Fowler 1997) (Figura 2). Tal como los 
rumiantes, los CSA presentarían un ecosistema microbiano similar que contiene una comunidad 
altamente compleja, que comprende un número todavía indeterminado de especies de 
protozoos, hongos, bacterias, arqueas y bacteriófagos. Estos microorganismos incluyen una alta 
diversidad genética con una gran variedad de funciones metabólicas que son significativamente 
importantes para entender la nutrición del animal. Sin embargo, la dificultad en el cultivo y 
aislamiento de los microorganismos anaerobios residentes, limita la posibilidad de explorar este 
ecosistema. 
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Figura 2. Fotografía y representación esquemática del sistema digestivo de la llama (Stevens & Hume 1995). Se 
observa el estómago seguido de los intestinos. El tamaño aproximado de los intestinos de una llama de 140 kg: 
Intestino delgado de 11,5-12 m, de los cuales el duodeno tiene menos de 1 m, el yeyuno 9,5-10 m y el ileón  1 m. 
El intestino grueso de 7,5 m, de los cuales el ciego tiene 10 cm de largo y 5 cm de diámetro y el colon grueso 
tiene 1,5 m con diámetro de 5 a 2,5 cm y el colon delgado 6 metros de largo y 2,5 cm de diámetro (Fowler 1998). 
Las técnicas moleculares constituyen una gran herramienta para el estudio de la diversidad 
microbiana, siendo fundamentales para superar las limitaciones del cultivo bacteriano 
convencional, lográndose caracterizar nuevas especies bacterianas que por metodologías de 
cultivo no sería posible realizar. En la actualidad, el análisis de la secuencia de genes que 
codifican para el gen 16S ARNr facilita la investigación de la diversidad bacteriana de 
microorganismos cultivados y no cultivados a partir de muestras de diferentes ecosistemas. La 
comparación de las secuencias de los 16S ARNr permite establecer las relaciones filogenéticas, 
lo cual resulta en la identificación y clasificación de las bacterias anaerobias aisladas o la 
clasificación de los clones obtenidos en las genotecas. Además, en la actualidad se están 
secuenciando genomas bacterianos que permiten entender sus funciones y conocer su rol 
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dentro del compartimento ruminal (Tajima et al. 1999; Woo et al. 2008; Palevich 2011; 
Samsudin 2011).  
Actualmente existen proyectos genómicos que involucran el estudio del contenido ruminal 
de rumiantes y están dirigidos a microorganismos productores del gas metano y 
microorganismos degradadores de fibras, procesos en los cuales están involucradas actividades 
enzimáticas complejas, siendo escasos los trabajos realizados  a partir del contenido estomacal 
de CSA. 
Este trabajo de tesis involucra el estudio del ambiente del compartimento 1 del estómago de 
la llama, mediante técnicas anaeróbicas que permiten el aislamiento y cuantificación 
bacteriana. Además, involucra la cuantificación de AGV, amoníaco y medición de pH. También 
involucra la realización de cultivo, recuento y aislamiento bacteriano, la realización de técnicas 
moleculares para estudios de las poblaciones bacterianas y arqueas metanogénicas mediante la 
construcción de genotecas y por último la cuantificación e identificación de protozoos. 
2. REVISIÓN DE LITERATURA 
2.1. Camélidos Sudamericanos: 
Los CSA se encuentran clasificados en el Orden Artiodactyla, Suborden Tylopoda, Familia 
Camelidae, Tribu Lamini  (Wheeler 2006; Fowler 2008). Están representados por dos especies 
domésticas, la llama (Lama glama) y la alpaca (Vicugna pacos) (Marin et al. 2007); y dos 
silvestres, el guanaco (Lama guanicoe) y la vicuña (Vicugna vicugna). Los CSA y los camélidos del 
viejo mundo (Camelus dromedarius y Camelus bactrianus) provienen de un ancestro común 
existente en Norte América hace 16 millones de años. Los que dieron origen a los CSA migraron 
a través del itsmo de Panamá a Sudamérica al inicio de la edad del hielo (San Martin & Bryant 
1989). La población de llamas se distribuye principalmente en Bolivia, donde se encuentran casi 
el 60%, seguida por Perú 37%, Argentina 4% y Chile 1%. Se estima que en Argentina habría 
alrededor de 200,000 llamas de los cuales el 68% se distribuye en Jujuy, 16% en Catamarca y 
12% en Salta (Vila 2012). La gran mayoría de los criadores de llamas son pequeños productores 
(90%) que poseen en promedio un hato de no más de 80 animales y a su vez poseen ovejas y en 
algunos casos vacas y cabras. Sólo una pequeña fracción de criadores de llamas de Argentina 
son productores económicamente estructurados y con una rentabilidad interesante (FAO 2005). 
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La distribución de la llama está limitada a las zonas alto andinas. La importancia económica y 
social que tienen los CSA en las comunidades, se debe fundamentalmente a las limitaciones cli-
máticas y de altura, dado que sobre los 4.000 msnm no es posible el desarrollo de la agricultura, 
como tampoco es posible la ganadería bovina y ovina en forma eficiente y rentable. Como 
consecuencia, la ganadería de estos lugares está constituida principalmente por alpacas y llamas 
y en menor escala los ovinos y bovinos. 
2.2. Alimentación y nutrición de la llama 
En general, los CSA tienen un patrón de comportamiento de pastoreo diferente a las demás 
especies, que les permite realizar el corte de los pastos sin arrancarlos, tal como lo hacen los 
ovinos, bovinos y caprinos, de esta forma conserva mejor el estrato herbáceo, facilitando el 
rebrote (Bustinza 1986). Por otra parte poseen patas pequeñas con almohadillas plantares que 
evitan que las praderas naturales alto andinas no se deterioren con el pisoteo. Los CSA poseen 
gran adaptación a la ecología agreste y fría del altiplano, la que está representada por una 
vegetación de pastos naturales cortos y duros, cuya disponibilidad está sometida a los cambios 
estacionales. La vegetación dominante son los géneros Festuca, Stipa y Calamagrostis (San 
Martin & Bryant 1989). También se ha observado que al pastorear pastos frescos y cultivados no 
presentan timpanismo, fenómeno generalizado en otras especies de rumiantes (Bustinza 1986)  
Las llamas realizan el pastoreo cuando la temperatura del ambiente comienza a subir, 
existiendo mínimas diferencias entre el invierno y verano. El período de permanencia en la 
pradera fluctúa entre las 10 y 11 horas, ya que más temprano la cubierta del bofedal y la 
superficie del agua se encuentran congeladas (De Carolis 1987). Los CSA realizan una selección 
del alimento que consumen. Las alpacas ingieren una alta proporción de hojas especialmente en 
terrenos húmedos, mientras que las llamas prefieren terrenos más secos donde hacen una 
selección de gramíneas altas y fibrosas.  
El consumo del forraje en la estación seca en el altiplano es similar o ligeramente mayor que 
el consumo en la estación de lluvia. Este menor consumo observado en la estación lluviosa, aun 
cuando la calidad de las dietas registradas en esta estación es mayor que en la estación seca, 
podría deberse a que los animales en las épocas de déficit incrementan su capacidad digestiva 
en respuesta al consumo de forraje de baja calidad. Otro factor que podría explicar estas res-
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puestas estacionales de consumo sería el alto contenido de agua de los vegetales durante la 
estación de lluvia.  
Los CSA realizan una masticación inicial superficial, suficiente sólo para mezclar el alimento 
con la saliva para formar un bolo que es tragado. Los CSA regurgitan y vuelven a masticar el 
alimento, como hacen los rumiantes, pero son mucho más eficientes que éstos en la extracción 
de proteína y energía de los forrajes de baja calidad (Clemens & Stevens 1980; Fowler 1989; San 
Martin & Bryant 1989). 
El consumo de materia seca en alpacas y llamas es de aproximadamente 1,8 y 2% de peso 
vivo, menor que el de la oveja (aprox. 3%) (Camargo & Cardozo 1971; Florez 1973). El menor 
consumo de alimentos de los CSA es el resultado del mayor tamaño corporal y el relativo menor 
requerimiento de energía, además de la menor selectividad, el menor volumen del estómago 
por unidad de peso metabólico y el mayor tiempo de retención del alimento ingerido (San 
Martin 1987). 
Varios investigadores estudiaron las diferencias entre las habilidades digestivas de los CSA 
(llama, alpaca) y otras especies animales. En un trabajo de investigación se demostró que la 
llama presentaba mayores coeficientes de digestibilidad que el ovino, cuando se proporcionó 
dietas de diferente calidad nutritiva en términos de proteína y energía, así como dietas 
isoproteicas con diferentes niveles de fibras (San Martin 1987). Un estudio realizado por 
(Clemens & Stevens 1980) demostró que las llamas retienen partículas grandes por un periodo 
de tiempo mayor que el bovino y el equino. Las investigaciones realizadas revelan que las llamas 
están mejor adaptadas a forrajes de baja calidad que los bovinos, ovinos y caprinos, criados bajo 
las mismas condiciones. Estas diferencias son marcadas sobre todo en condiciones de altura 
(López & Raggi 1972; San Martin 1991). 
Estudios sobre consumo y tolerancia a la privación de agua, indican que el consumo es 
menor en alpacas y llamas en comparación con el ovino. Este menor consumo es explicado 
principalmente por el menor consumo de materia seca observado en los CSA. Sin embargo, 
cuando se hacen comparaciones entre la relación consumo de agua y consumo de materia seca, 
se observa que la alpaca y el ovino tienen una relación similar, mientras que la llama presenta 
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una relación menor, lo que explicaría la mejor adaptación de esta última especie a ambientes 
áridos. 
2.3. Sistema digestivo de la llama 
El sistema digestivo empieza en la boca, la cual consta de labio superior que se encuentra 
dividido por un surco medio (labio leporino, que tiene movimientos independientes) y el labio 
inferior que es relativamente grande y móvil, que le permite mejorar la capacidad selectiva de 
las plantas. (Vallenas et al. 1971; Raggi & Crossley 1990; Wheeler 1991). Dorsalmente se 
encuentra el paladar duro, caudalmente el paladar blando y el istmo de las fauces, ventralmente 
por el músculo milohioideo y el cuerpo de la mandíbula y lateralmente por las mejillas (Sato 
Sato & Montoya Ortega 1989).  
Los CSA se caracterizan por poseer incisivos y caninos en ambas mandíbulas, a diferencia de 
los rumiantes (ovinos y bovinos) que no presentan incisivos superiores ni caninos (Fernández 
Baca 1971). La diferencia de tamaño en estas piezas dentarias está relacionada con el hecho de 
que en los machos estos dientes son usados principalmente para pelear y establecer 
dominancia y no para procesar el alimento (Wheeler 1982). 
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2.3.1. El estómago de la llama 
El estómago está dividido en 3 compartimentos (C1, C2 y C3) (Vallenas et al. 1971; Jonhson 
1994), los cuales comprenden el 83, 6 y 11% del volumen total del estómago, respectivamente. 
El compartimento 1 (C1) es el más grande de los tres y está dividido en dos porciones, una 
craneal y otra caudal, por un pliegue muscular transversal. El C2 es el más pequeño y es la 
continuación del C1. El C3, que se origina en C2, está situado en el lado derecho del C1 y tiene 
forma tubular y alargada. Sólo en la parte final de C3 se produce la secreción de ácido 
clorhídrico (Luciano et al. 1980; Engelhardt et al. 2007) (Figura 3). Los C1 y C2 están implicados 
en los procesos de fermentación y contienen la microbiota necesaria para el aprovechamiento 
de los vegetales fibrosos. Se destaca la presencia de sacos glandulares en el estómago que les 
permite una eficiente maceración, mezclado y absorción de la digesta (San Martin 1991). En la 
Figura 3, Tabla 1 y Tabla 2 se comparan y describen las estructuras y funciones del estómago de 
los rumiantes y camélidos.   
 
Figura 3. Comparación de los estómagos de los rumiantes y los camélidos(Lechner-Doll et al. 1995; Engelhardt et 
al. 2007).
Rumiantes Camélidos 
Epitelio secretor de HCl Glándulas  
cardiacas 
Epitelio estratificado 
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Tabla 1. Comparación del estómago de los rumiantes y camélidos. 
Rumiantes Camélidos 
4 compartimentos 3 compartimentos 
Esófago ingresa entre rumen y 
retículo 
Esófago ingresa directamente al C1 
Pilares horizontales pronunciados Pilares horizontales mínimos 
Glándulas unicamente en 
abomaso 
Todos los compartimentos son 
glandulares 
surco esofágico con doble pliegue Surco esofágico con simple pliegue 
Rumen presenta papilas C1 no presenta papilas 
Patrón de motilidad 2-4/min Patrón de motilidad 3-5/min 
Rumen presenta epitelio 
queratinizado, estratificado y 
escamoso. 
C1 presenta epitelio estratificado no 
queratinizado escamoso. 
Abomaso cubierto enteramente 
con epitelio secretor de ácidos y 
enzimas. 
C3, solo un quinto de la parte distal 
cubierto con epitelio secretor de enzimas 
y ácidos 
C1 (compartimento 1), C3 (compartimento 3). (Bohlken 1960) 
2.3.2. Motilidad del estómago 
En camélidos ocurren dos secuencias de contracciones para la mezcla del alimento. La 
contracción tipo A empieza en el retículo ventricular con la contracción del C2, luego el retículo 
ventricular se contrae nuevamente acompañado por la porción caudal del C1 cuatro segundos 
después. Seguidamente, vienen las contracciones tipo B que empiezan con la parte craneal del 
C1 y C2 y la porción caudal del C1 (Engelhardt & Holler 1982). Esta última secuencia se repite de 
3-6 veces durante un ciclo seguido de un breve descanso y luego un nuevo ciclo. Ocurren 
eructos 3-4 veces durante un ciclo (Van Saun 2006). El estómago se contrae 3-4 veces por 
minuto en un animal en reposo, y 4-5 veces por minuto, durante e inmediatamente después de 
la alimentación. Las actividades de los compartimentos del estómago de la llama son más 
continuos que en los rumiantes (San Martin & Bryant 1989). Por ejemplo, se cree que el 
aumento de la motilidad disminuye la tendencia al timpanismo a diferencia de los rumiantes, 
además como resultado del aumento de la motilidad el contenido alimenticio de los 
compartimentos es fuertemente mezclado y más homogéneo (Fowler 1998), lo que permite un 
mejor aprovechamiento de los nutrientes. 
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2.3.3. Secreción de glándulas estomacales 
La mucosa glandular mucinógena está presente en todos los compartimentos del estómago, 
con excepción de la quinta parte distal del C3 y tiene una estructura similar a la de los 
rumiantes, con diferencias en la disposición física (Cummings et al. 1972). Las secreciones 
glandulares aportan cantidades de bicarbonato en asociación con la ingesta del C1, que pueden 
contribuir a la capacidad buffering del contenido del C1 y C2 (Eckerlin & Stevens 1973). Estudios 
previos reportaron que la principal función de esta región glandular en el estómago de CSA es la 
rápida absorción de agua y solutos (Rubsamen & Engelhardt 1978). La tasa de absorción lograda 
es 2-3 veces mayor que en el rumen de ovejas y cabras. Con respecto al C3, la tasa de absorción 
es significativamente más alta que los valores medidos en el omaso de ovejas y cabras, aun 
considerando diferencias en el peso del cuerpo. 
2.3.4. Pasaje y tiempo de retención del alimento en el tracto digestivo 
En los rumiantes, el alimento aún no digerido pasa del estómago hacia el intestino a través 
del orificio retículo omasal, dependiendo de la tasa de flujo y la carga de partículas presentes en 
el retículo-rumen (Kennedy & Doyle 1993). El tamaño de partícula es crítico para el paso a 
través del orificio retículo-omasal, que tiene un tamaño de 1 mm en el ganado ovino y entre 2 
mm y 3,15 mm en el bovinos y camellos (Poppi et al. 1985; Lechner-Doll & Engelhardt 1989). En 
la Tabla 2 se observan las características de cada compartimento del estómago de la llama, tales 
como el pH, relación al tiempo de retención, según el tamaño de la partícula, volumen y 
función. El aumento de la frecuencia de la contracción del retículo durante el tiempo de 
alimentación conduce a un aumento de la tasa de flujo de salida de las partículas sólidas a 
través del orificio. 
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Tabla 2. Características de los compartimentos del estómago de la llama. 
C
o
m
p
ar
ti
m
en
to
 
pH 
Tiempo de retención (hs) Volumen de la 
ingesta del 
estómago % 
Función 
                    Partículas 
Líquido    <0,2cm   >0,2cm 
C1 6,4-7   20,3 >40 83 
Fermentación, absorción de 
agua, AGV y otros solutos 
C2 6,4-7 9,6 20,3 
 
6 
Fermentación, absorción de 
agua, AGV y otros solutos 
C3 
6,5 craneal <2-3 
caudal 
5,7 9   11 
Absorción de agua y solutos. 
Proximal 4/5, digestivo distal 
1/5, enzimas, ácidos. 
C1, C2 y C3 (compartimentos 1, 2 y 3), AGV (ácidos grasos volátiles). (Fowler 1994) 
El tiempo de retención del alimento sólido en el estómago de los CSA es mayor que en ovinos 
y bovinos (Heller et al. 1986). Trabajos realizados en llamas reportan un tiempo de retención de 
63,2 hs, mientras que en ovejas es de 40,9hs (San Martin 1987). (Florez 1973) informó en 
alpacas 50,3 hs y en ovejas 43,2 hs. (Clemens & Stevens 1980) indican que las llamas retienen 
partículas grandes por un mayor periodo de tiempo que los bovinos y caballos, además 
mencionan que el tiempo de retención en el estómago está inversamente relacionado con la 
densidad de las partículas alimenticias, más que con su tamaño.  
El mayor tiempo de retención de partículas sólidas es un factor importante que determina la 
eficiencia de la digestibilidad en el estómago de los CSA a partir de dietas fibrosas. Cuando el 
tiempo de retención de la digesta se ve incrementado hay una aparente mejora en la 
digestibilidad de los alimentos de baja calidad, mientras que los alimentos de alta calidad 
prácticamente no se ven afectados por el tiempo de retención (Blaxter 1963; San Martin & 
Bryant 1989). 
Con respecto al pasaje de líquidos de los compartimentos C1 y C2 en los CSA comparados con 
las ovejas, (San Martin 1987), encontró una tasa de pasaje más rápida en llamas (10,4%/h) que 
en ovinos (7,7%/h).  Según estudios realizados por (Heller et al. 1986), el tiempo de retención en 
C1 es de 9,7 hs y en C2 es de 36,2 hs. (Cummings et al. 1972) señalan que la tasa de absorción 
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en el C1 y C2 de los CSA es 2 a 3 veces superior a la observada en el rumen de ovinos y caprinos. 
Esta mayor tasa de fase líquida en los CSA podría ser producto de la alta relación entre el flujo 
salival y el volumen del C1 y C2. Estudios previos determinaron como el principal determinante 
de la tasa de pasaje de la fase líquida; la cantidad de saliva deglutida (Owens & Isaacson 1977), 
demostrandose un incremento de 25% en la síntesis de proteína microbiana, como resultado 
del aumento de la tasa de dilución líquida debido la aplicación de saliva artificial (Harrison et al. 
1975). Comparado con las ovejas, el relativamente corto periodo de retención del fluido 
ruminal, indicaría que las llamas pueden tener mayor crecimiento bacteriano en C1 y C2, 
garantizando una mínima cantidad de energía para mantener la población microbiana (Isaacson 
et al. 1975; Hespell & Bryant 1979; Orskov 1982). 
En resumen, los estudios realizados hasta la actualidad, reportan que los CSA tienen una 
mayor eficiencia digestiva de los alimentos de baja calidad, que está relacionada con el mayor 
tiempo de retención del alimento en el tracto digestivo, la mayor frecuencia de contracciones 
en el estómago, los ciclos de rumia, la mayor relación entre el flujo salival y tamaño del C1 y C2, 
y la presencia de sacos glandulares (San Martin & Bryant 1989; Sponheimer et al. 2003). Estas 
características del sistema digestivo de los CSA permitirían una eficiente maceración, mezclado, 
absorción de la digesta y producción de energía para el mantenimiento y producción de los 
animales. 
2.4. Procesos fermentativos  (Ácidos grasos volátiles) 
Los AGV son los productos del metabolismo de los microorganismos ruminales, los cuales son 
utilizados por los animales como provision de energía para su mantenimiento y producción. Los 
datos referidos a la producción de ácidos grasos volátiles (AGV) producidos a partir de la 
fermentación bacteriana provienen especialmente de los rumiantes, aunque también existen 
algunos reportes en CSA. En un estudio realizado en llamas y guanacos, reveló que la 
concentración de AGV total alcanza sus niveles más altos entre las 1,5 y 2 hs después de la 
alimentación (Vallenas & Stevens 1971). Otro trabajo sobre AGV y pH realizados en alpacas y 
ovejas en diferentes altitudes (a nivel del mar y a 3320 msnm), con el mismo régimen de 
alimentación revelaron que en la altura, las ovejas presentaron una tasa de fermentación más 
rápida que lo observado en alpacas (Vallenas et al. 1973a). Sin embargo, no encontraron 
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diferencias a nivel del mar. En ambas especies, la magnitud de la producción de AGV en la altura 
fue mayor. En relación a las alpacas, estas tuvieron niveles de AGV similares a los reportados 
previamente en llamas y guanacos. No obstante, las alpacas en altura tuvieron mayor 
producción de AGV seis horas después de la alimentación. Los valores en alpacas alcanzaron 
129,06 mM a nivel de mar. Los valores de pH ruminal fueron más ácidos en ovejas que en 
alpacas, aun cuando la concentración de AGV fue similar, lo que sugeriría que los CSA están 
provistos de un mecanismo que trata de mantener el pH  en niveles óptimos para que las 
bacterias anaerobias existentes en el estómago puedan aprovechar los alimentos ingeridos. Los 
sacos glandulares del estómago de los CSA aportan cantidades significativas de bicarbonato, las 
que contribuirían a la acción tamponadora de la digesta  (Eckerlin & Stevens 1973). Sin 
embargo, otros autores sugieren que la principal función de esta región glandular es permitir 
una rápida absorción de solutos y agua. Sin duda que esta función de absorción en lo que al 
agua se refiere, supliría en alguna medida la ausencia del omaso presente en los rumiantes.  
En un estudio realizado (Vallenas et al. 1973b), determinaron valores de AGV totales del 
contenido del estómago en 25 alpacas y 11 llamas. Encontraron una mayor actividad 
fermentativa en los dos primeros compartimentos, aunque también encontraron actividad 
fermentativa a nivel de C3, en ciego y colon proximal. Las mayores concentraciones de AGV 
(82,86 mM) fueron determinados en los animales que recientemente se habían alimentado, 
comparados con los que fueron sometidos a un ayuno prolongado (62,08mM).  
En relación a la saliva de los camélidos, el pH y las concentraciones de iones son muy 
similares a los de rumiantes, sin embargo, se señala que existe una mayor capacidad buffering, 
debido al alto flujo de saliva en relación al tamaño del C1 y C2, aumentando la concentración de 
los diferentes compuestos tampones por unidad de volumen (San Martin 1987). 
2.4.1. Metabolismo de los carbohidratos  
Los carbohidratos constituyen el mayor porcentaje del alimento ingerido por los CSA y los 
rumiantes. Estos carbohidratos pueden ser no estructurales como azúcares y almidón, y 
estructurales, que incluye el material fibroso como la celulosa, hemicelulosa y pectina.  
Los carbohidratos son atacados por las enzimas bacterianas (Tabla 5) residentes en el C1 que 
digieren los polisacáridos de las plantas y fermentan los azúcares liberados para producir AGV, 
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principalmente acético, propiónico y butírico, además de gases como CO2 y CH4. Los AGV son 
absorbidos principalmente a través de la pared del C1 y se incorporan en el ciclo de Krebs para 
ser  utilizados por los animales para el crecimiento y provisión de energía. La alta proporción de 
celulosa en las paredes de las plantas, destaca la importancia de la ecología bacteriana 
celulolítica representada por las bacterias Fibrobacter succinógenes, Ruminococcus flavefaciens 
y Ruminococcus albus que han sido descritos en los rumiantes (Weimer 1996a; Weimer 1996b; 
Kamra 2005).  
El ambiente ruminal es fuertemente anaeróbico, por lo tanto los microorganismos sólo 
disponen de la vía glucolítica para obtener energía, produciendo AGV, ATP y NADH + H+. Los 
microorganismos utilizan el ATP como fuente de energía y eliminan el AGV como un producto 
de desecho. Para poder degradar una segunda molécula de glucosa por la vía glucolítica 
necesitarán que el cofactor que se ha reducido (NADH + H+) sea nuevamente oxidado (NAD+) 
(Relling & Mattioli 2003). Como el metabolismo microbiano es anaerobio y por lo tanto no 
existe una cadena respiratoria que acepte estos hidrogeniones, los microrganismos los 
transfieren a distintos aceptores o sumideros de hidrógeno. Uno de los más importantes es el 
carbono, lo que origina la formación de metano. El metano no es asimilado por el animal, siendo 
liberado al medio ambiente, principalmente mediante la eructación. Por otro lado, el 
propionato producido, es transportado al hígado para ser utilizado como sustrato para la 
gluconeogénesis y consecuentemente para la producción de energía. 
2.4.2. Metabolismo de proteínas 
Las proteínas bacterianas producidas en el C1, constituyen la fuente principal de aminoácidos 
del animal. Las proteínas de las plantas pueden ser degradadas de múltiples maneras, 
dependiendo de la planta, los microorganismos y el propio animal (Kingston-Smith & Theodorou 
2000). El metabolismo microbiano en los rumiantes incluye una variedad de procesos o rutas 
que empiezan con la digestión de la proteína, la utilización de los péptidos, seguida de la 
degradación de los aminoácidos, los cuales son incorporados para la síntesis de proteína o 
desaminados para formar amoníaco ruminal. La elección entre la síntesis y desaminación para la 
bacteria es dependiente del momento y la cantidad de energía disponible para el crecimiento e 
incorporación de los aminoácidos. Cuando no hay energía disponible, la desaminación es el 
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mecanismo de elección para la utilización del amoníaco ruminal. Bajo ciertas circunstancias, la 
producción de amoníaco ruminal excede su asimilación y difunde a través del epitelio ruminal, 
donde es llevado hacia el hígado y convertido en urea para ser transportado en la sangre. 
Posteriormente la urea es utilizada y se produce la biosíntesis de aminoácidos para ser reusados 
en el rumen (Cotta & Hespell 1986; Wallace 1988).  
En los animales, algunas proteínas que escapan la digestión microbiana (proteína “by-pass”) 
pasan directamente hacia el abomaso o estómago verdadero e intestino delgado. La proteína 
celular microbiana corresponde al 40-80% del total de nitrógeno utilizado por el animal (Owens 
& Bergen 1983). El nitrógeno liberado por la degradación de las proteínas aporta el nitrógeno 
requerido para el crecimiento microbiano; el extra de nitrógeno pasa al abomaso de los 
rumiantes (Wallace 1988). Este proceso es rápido, con grandes incrementos en amoníaco 
observados entre 1-3 horas después de la ingesta (Brock et al. 1982). 
En el rumen, las bacterias Prevotella spp. producen dipeptidil peptidasas tipo IV que actúan 
en el primer paso de la degradación de las proteínas (Wallace & McKain 1991; Walker et al. 
2003). Los pequeños péptidos generados, son luego digeridos por un amplio rango de especies 
bacterianas que incluyen Butyrivibrio fibrisolvens, Ruminococcus flavefaciens, Lachnospira 
multipara y Ruminobacter amylophilus (Wallace & McKain 1991). Las bacterias ruminales 
involucradas en la desaminación son llamadas bacterias hiperproductoras de amonio (HAP), las 
cuales incluyen a las bacterias Peptostreptococcus anaerobius, Clostridium sticklandii y 
Clostridium aminophilum (Attwood & Reilly 1996; Attwood et al. 1998). 
Los requerimientos de proteína de los CSA son menores al compararlo con los rumiantes, 
debido en parte a su mayor eficiencia en el reciclaje de nitrógeno y utilización de la urea 
corporal para la síntesis proteica.  
2.4.3. Metabolismo ruminal de los lípidos 
Los lípidos se encuentran normalmente en bajas cantidades en los alimentos de origen 
vegetal. Los vegetales no son ricos en lípidos, pero sí en ácidos grasos esenciales. Los forrajes 
frescos poseen lípidos celulares y de superficie. Los primeros incluyen principalmente 
fosfolípidos, semejantes a los vistos en las membranas celulares de los animales y glucolípidos 
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de membrana; especialmente galactolípidos, ricos en ácidos grasos esenciales (Relling & 
Mattioli 2003).  
Cuatro procesos ocurren a nivel ruminal con los lípidos: hidrólisis por lipasas microbianas, 
biohidrogenación de los ácidos grasos insaturados, síntesis y saponificación de ácidos grasos. De 
estos cuatro procesos, la hidrólisis, luego la biohidrogenación y por último la saponificación, se 
realizan siempre y en forma sucesiva. El proceso de síntesis de grasas a nivel ruminal depende 
de la cantidad de ácidos grasos consumidos (Harfoot & Huazlewood 1988; Relling & Mattioli 
2003) 
3. Diversidad microbiana 
El estómago de la llama contiene una comunidad microbiana altamente compleja y dinámica, 
que comprende un número todavía indeterminado de especies de protozoos, hongos, bacterias, 
arqueas y bacteriófagos. Tomando como referencia a los rumiantes, se reporta al menos 370 
especies de bacterias y arqueas, siendo los aislamientos de bacterias ruminales sólo un 11% de 
las que realmente habitan en el rumen (Tajima et al. 1999; Edwards et al. 2004). El número de 
bacterias varía entre 1010 y 1011/ml de fluido ruminal (Mackie et al. 2000; McSweeney & Mackie 
2012), que representa entre 3 y 8 kilos de bacterias en el rumen de un bovino adulto. Se han 
identificado seis géneros de hongos (< 105/ml de fluido ruminal) (Orpin & Joblin 1997b), 40 
especies de protozoos que varían de 105 a 107/ml (Williams & Coleman 1997), cinco géneros de 
arqueas que varían de 107 a 109/ml de fluido ruminal y bacteriófagos que varían de 108 a 109/ml 
de fluido ruminal (Hobson 1989) que trabajan en conjunto para degradar y fermentar la 
biomasa lignocelulolítica (Orpin & Joblin 1997b). 
Cuando los animales nacen, el contenido del C1 se encuentra en condición libre de bacterias, 
el que empieza a poblarse después del nacimiento. Una vez presente la comunidad microbiana 
es muy estable. Las especies presentes y su abundancia relativa, puede cambiar 
significativamente con el tiempo. Los factores que promueven cambios en la población 
microbiana incluyen la edad del animal, la estación del  año, el uso de antibióticos y 
terapéuticos y, sobre todo la dieta del animal (Dehority 2003). 
Tomando como referencia a los rumiantes, las condiciones del medio ambiente ruminal 
deben estar en un rango compatible con el crecimiento de los microorganismos para que se 
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produzca una correcta fermentación. Los parámetros a considerar son: 1) El ecosistema debe 
ser abierto y continuo, para el ingreso continuo de sustratos y la salida de desechos. 2) Aporte 
constante de sustrato, para el desarrollo, multiplicación y mantenimiento de los 
microorganismos. 3) Medio acuoso, para que se produzcan las reacciones bioquímicas. 4) 
Anaerobiosis, los microorganismos son anaerobios y produccen AGV. 5) Osmolaridad, con un 
rango de 260 – 350 miliosmoles/Kg-1 . 5) pH, con un rango de 5,8 – 7. 6) Temperatura, con un 
rango de 38 – 41°C. (van Lier & Regueiro 2008; McSweeney & Mackie 2012) En CSA, la 
temperatura del C1 es de 37°C. 
3.1. Diversidad bacteriana 
Las poblaciones bacterianas que habitan el contenido del C1 de los CSA representan un 
ecosistema natural que incluye una alta diversidad genética con una gran variedad de funciones 
metabólicas que son significativamente importantes para entender la nutrición del animal. El C1 
al igual que el rumen estaría compuesto por bacterias anaerobias Gram positivas y Gram 
negativas, en forma de bacilos, cocos, formando pares o cadenas. No obstante, varias especies 
bacterianas han sido aisladas en cultivos puros, muchas de las bacterias que se observan al 
microoscopio aún no han sido cultivadas, además un mismo tipo de morfología bacteriana 
podría representar mas de un género o especie. La mayoría de las especies bacterianas aún no 
han podido ser cultivadas a nivel de laboratorio mediante los métodos tradicionales, 
probablemente porque la mayoría de las bacterias permanecen en un estado fisiológico viable 
pero no recuperable, lo que complica el aislamiento y caracterización fenotípica. Además, los 
métodos de cultivos tradicionales podrían estar seleccionando solo algunas especies o grupos 
taxonómicos, conduciendo a una subestimación del número y de la diversidad de los 
aislamientos bacterianos a nivel de laboratorio.  
Los cultivos de bacterias anaerobias estrictas del contenido ruminal se iniciaron hace mas de 
50 años (Hungate 1950; Bryant 1972), pero son escasos los estudios de bacterias anaerobias del 
contenido del C1 de la llama. 
3.1.1. Cuantificación de las poblaciones bacterianas 
La cuantificación de las poblaciones bacterianas es realizada principalmente a partir del 
rumen de los rumiantes. El método de roll tube  (ver en la sección materiales y métodos) ha sido 
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ampliamente utilizado para el conteo de bacterias, permitiendo cuantificar el número total de 
bacterias viables presentes en el contenido ruminal (Hungate et al. 1966; Eller et al. 1971; 
Kopecny et al. 2003; Valtorta et al. 2008). Además, este método permite el aislamiento de las 
bacterias anaerobias estrictas.  
Otro método utilizado es el del Número Más Probable (NMP), que ha sido utilizado para 
estimar el número de bacterias viables implicadas en la digestión de la celulosa, hemicelulosa, 
pectina y almidón; a partir del contenido ruminal, intestinal o de las heces de vacas (Dehority 
1966; Dehority 1969; Valtorta et al. 2008), ovejas (Grubb & Dehority 1975), búfalos(Sinha & 
Ranganathan 1983), cerdos (Varel & Pond 1985), caballos (Kern et al. 1974) , corderos (Fonty et 
al. 1983) y renos (Orpin et al. 1985). Con el avance de las técnicas moleculares, actualmente se 
está utilizando la técnica de PCR en tiempo real, que permite la enumeración de determinadas 
especies de bacterias, mediante el uso de cebadores específicos que permiten la cuantificación 
relativa de moléculas de ADN de bacterias viables o no (Freeman et al. 1999). Varios estudios 
han demostrado que esta técnica se puede aplicar con éxito en muestras de rumen para 
cuantificar y monitorear poblaciones microbianas (Tajima et al. 2001; Denman & McSweeney 
2006; Mosoni et al. 2007; Russell et al. 2009). 
3.1.2. Análisis de la secuencia de 16S ARNr ribosomal 
La técnica de biología molecular basada en el análisis de la secuencia de 16S ARNr permite la 
evaluación de la diversidad genética y relación filogenética de los microorganismos en 
diferentes ecosistemas sin la necesidad del cultivo de las bacterias. Las técnicas moleculares 
favorecen la detección y clasificación de nuevas especies bacterianas, que por metodologías de 
cultivo no sería posible (Tajima et al. 1999; Woo et al. 2008). 
Los estudios de las secuencias 16S ARNr enel  rumen fueron iniciados por (Whitford et al. 
1998) seguido por (Tajima et al. 1999) usando contenido del forraje ingerido por bovinos. 
Basados en el análisis de las secuencias 16S ARNr, actualmente se están estudiando secuencias 
genómicas con muestras de distinto origen (especie animal, raza, tipo de comida, etc) las que 
tienen como objetivo revelar la compleja ecología ruminal.  
Las secuencias genómicas analizadas en estudios previos, muestran la presencia de bacterias 
similares a otras previamente descriptas en las categoría de género y especie, bacterias a las 
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cuales se les puede atribuir solo el género al que pertenecen, bacterias a las que se les puede 
atribuir sólo el filum, grupos de bacterias que se relacionan entre sí, que podrían corresponder a 
nuevos géneros bacterianos y grupos de bacterias que todavía no han sido cultivadas por los 
métodos tradicionales (Giovannoni et al. 1990; Ward et al. 1990). Investigaciones realizadas 
previamente sobre las bacterias que aún no han sido cultivadas, reportan que estas se 
encuentran en un rango de cientos a miles de especies, la mayoría de las cuales están 
categorizadas como bacterias del filum Firmicutes (generalmente Gram-positivas) y 
Bacteroidetes (generalmente Gram-negativas) (Figura 4). Los estudios realizados con las 
bacterias cultivadas y caracterizadas en la actualidad, no representan completamente los 
componentes principales y metabólicos  de la microbiota ruminal (Attwood et al. 2008). 
 
Figura 4: Diversidad bacteriana del ecosistema microbiano del rumen. El porcentaje de secuencias de 16S ARNr 
que representan bacterias cultivadas y no cultivadas son representadas en azul y rojo respectivamente. (Edwards 
et al. 2008) (Palevich 2011). 
La principal ventaja de utilizar la secuencia de 16S ARNr ribosomal para estudiar la población 
microbiana del C1 es la disponibilidad de grandes bases de datos para poder comparar las 
secuencias de ARNr obtenidas (RDP Clasiffier, GenBank). 
3.1.3. Bacterias ruminales 
Las bacterias anaerobias han sido aisladas a partir de rumen, utilizando principalmente la 
metodología del roll tube.  La clasificación de las bacterias ruminales se basa en los métodos 
tradicionales de cultivo que utilizan pruebas bioquímicas para la identificación de género y 
especie. Se han identificado diferentes grupos de bacterias que presentan actividad celulolítica, 
amilolítica, pectinolítica y hemicelulolítica Tabla 3. Entre los principales género/especies 
encontramos: Fibrobacter succinogenes, Ruminococcus albus, Ruminococcus flavafaciens  
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(Hungate 1950; Hungate 1966), Butyrivibrio fibrisolvens (Bryant & Small 1956a),  Eubacterium 
cellulosolvens (Bryant et al. 1958a), Prevotella rumicola (Bryant et al. 1958b; Cotta 1992) 
Succiniclasticum ruminis (Van Gylswyk 1995), Pseudobutyrivibrio ruminis (Van Gylswyk et al. 
1996 ) y Pseudobutyrivibrio xylanivorans (Kopecny et al. 2003), Streptococcus bovis (Hungate et 
al. 1966), Selenomona ruminantium (Bryant 1956; Hungate et al. 1966) (esta bacteria fue 
anteriormente denominada Ancyromonas ruminantium por (Certes 1889), Megasphaera 
elsdenii (Gutierrez et al. 1959; Wallace 1986; Marounek et al. 1989) y Succinomonas amylolytica 
(Bryant et al. 1958a). Estas bacterias interacionan entre si y con otros grupos de 
microorganismos obteniendo un efecto sinérgico para la degradación del forraje consumido por 
los animales. En la Tabla 3 se muestra la diversidad de bacterias ruminales con sus respectivos 
sustratos sobre los que actúan (Kamra 2005).  
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Tabla 3. Diversidad bacteriana del ecosistema microbiano del rumen de los animales 
domésticos y silvestres. 
Sustrato Bacteria Referencia 
Bacterias que utilizan activamente los carbohidratos   
Celulosa 
Fibrobacter succinogenes                        
(Bacteroides succinogenes) Hungate 1950, Flint et al. 1990 
  Ruminococcus fibrisolvens Dehority 1986,  Dehority and Scott 1967, Bryant 1986 
  Ruminococcus albus   
  Clostridium cellobioparvum Hungate 1944. 
  Clostridium longisporum Hungate 1957 
  Clostridium lochheadii   
  
Eubacterium cellulosolvens           
(Cillobacterium cellulosolvens) Bryant  et al. 1958,  van Gylswyk et al. 1970 
Hemicelulosa Butyrivibrio fibrisolvens Bryant  and Burkey 1953, Bryant and Small 1956 
  
Pseudobutyrivibrio ruminis, P. 
xylanovorans van Gylswyk et al. 1996, Kopečný J et al. 2003 
  
Prevotella ruminicola                          
(bacteroides ruminicola) Cotta 1992. 
  Eubacterium xylanophilum van Gylswyk et al 1985 
  E. uniformis   
Almidón Streptococcus bovis Latham et al 1979 
  
Ruminobacter amylophillus            
(bacteroides amylophilu) 
Hamlin and Hungate 1956, Stackebrandt and Hippe 1986 
  
Prevotella ruminicola                      
(Bacteroides ruminicola)  Cotta 1992. 
Azucares/Dextrinas Succinivibrio dextrinosolvens Bryant and Small 1956 
  Succinivibrio amylolytica Bryant  et al 1958 
  Selenomonas ruminantium Caldwell and Bryant 1966 
  Lactobacillus acidophilus, L casei Hungate 1966, Stewart 1992 
  
L. fermentum, L plantarum,                
L brevis,   
  L.helveticus    
  
Bifidobacterium globosum,              B. 
longum Scardovi 1981. 
  B. thermophilum   
  B. ruminale Scardovi et al 1969. 
  B. ruminantium Biavati and Mattarelli 1991 
Pectina Treponema saccharophilum Pasteur and Canale-Parola 1985 
  Lachnospira multiparus Bryant and Small 1956, Bryant and Barrentine 1960 
      
Continúa en la siguiente página. 
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Sustrato Bacteria Referencia 
Bacterias activas en la utilización de nitrógeno   
Degradadores de proteína Prevotella ruminicola   
  Ruminobacter amylophilus   
  Clostridium bifermentans Hobson and Howard 1967 
Hidrolizadores de urea Megasphaera elsdeni Allison 1978, Wallace 1986 
Otras bacterias 
 
  
Utilizadores de ácidos 
Megasphaera elsdeni            
(Peptostreptococcus elsdeni) Elsden et al  1956, Hobson et al 1958. 
  
Wollinella succinogenes                                 
(Vibrio succinogenes) Wolin et al 1961 
  
Veillonella  gazogenes     (Veillonella 
alcalescens, Micrococcus lactolytica) 
Johns 1951 
  Oxolabacter formigenes Allison et al 1985 
  Desulphovibrio desulphuricans Bennink and Bryant 1973, Howard and Hungate 1976 
  Desulphatomaculum ruminis Campell and Singleton 1986 
  Succiniclasticum ruminis van Gylswyk 1995 
Bacterias lipolíticas Anaerovibrio lipolytica Hobson and Mann 1961 
Bacterias acetogénicas Eubacterium limosum Sharak-Genthner et al. 1981 
  Acetitomaculum ruminis Greening and Leedle 1989 
Degradadores de taninos Streptococcus caprinus Brooker et al. 1994 
  Eubacterium oxidoreducens Krumholz and Bryant 1986 
Degradores de mimosina Synergistes jonesii Allison et al. 1992 
Metanogénicas Methanobrevibacter ruminantium Lovely et al.  1984, Miller et al 1986 
  Methanobacterium formicicum   
  Methanosarcina barkeri Kandler et al. 1977, Patterson and Hespell 1979 
  Methanomicrobium mobile Paynter and Hungate 1968 
Mycoplasmas Anaeroplasma bactoclasticum Robinson and Hungate 1973 
  Anaeroplasma abactoclasticum Robinson et al. 1975 
(Kamra 2005) 
Las bacterias del rumen varían mucho en la especificidad hacia sustratos. La mayor parte 
utilizan monómeros u oligómeros que se liberan a partir de material vegetal debido a la 
hidrólisis de polímeros, tales como el almidón, pectina, celulosa, hemicelulosa y lípidos (Stewart 
et al. 1997). Debe tenerse en cuenta que esta clasificación en grupos no es excluyente, sino que 
una misma especie bacteriana puede cumplir más de una función metabólica. En la Tabla 14 se 
encuentran descritos los productos de la fermentación ruminal por las principales especies de 
bacterias y arqueas. 
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Tabla 4. Características de las principales bacterias y arqueas del rumen. 
Género y especies Productos Sustrato utilizado 
Fibrobacter succinogenes S,F,A CU 
Ruminococcus albus A,F,E CU 
Ruminococcus flavefaciens S,F,A CU 
Butyrivibrio fibrisolvens B,F,L,A CU,HCU,ST,PC,SU 
Ruminococcus amylophilus S,F,A ST 
Selenomona ruminantium L,A,P,B,H2 SU,ST,L 
Prevotella sp. S,A,F,P ST,HCU,PC, βGL,PT 
Succinomonas amylolytica S,A,P ST 
Succinovibrio dextrinosolvens S,A,F,L MD 
Streptococcus bovis L,A,F,E ST,SU 
Eubacterium ruminantium A,F,B,L MD,SU 
Megasphaera elsdenii P,A,B,Br L,MD,AA 
Lachnospira multiparus L,A,F PC,SU 
Anaerovibrio lipolytica A,S,P GY,L 
Peptostreptococcus anaerobius Br,A PEP,AA 
Clostridium aminophilum A,B AA,PEP 
Clostridium sticklandii A,Br,B,P PEP,AA 
Wolinella succinogenes S MAL,FUM 
Methanobrevibacter ruminantium CH4 CO2 , F, H2 
A (acetato), B (butirato), P (propionato), F (formato), L (lactato), E (etanol), S (succinato), Br (cadenas ramificadas 
de AGV), CU (celulosa) HCU (hemicelulosa), ST (almidón), Gy (glicerol), PT (proteína), PEP (péptidos), PC 
(pectina), MAL (malato), FUM (fumarato), βGL (β-glucanos) (Rusell 2002). 
Los métodos bacteriológicos tradicionales requieren condiciones de anaerobiosis, estudio de 
las características fenotípicas, pruebas bioquímicas y analíticas que permiten caracterizar 
cultivos puros, pero sólo de un número limitado de especies bacterianas. 
Utilizando la secuencia de 16S ARNr, numerosos géneros y especies bacterianos han sido 
reclasificados y redenominados, tales como Bacteroides amylophilus a Ruminobacter 
amylophilus, Bacteroides ruminicola a Prevotella ruminícola, Bacteroides succinógenes a 
Fibrobacter succinógenes (Avgustin et al. 1994; Krause & Russell 1996; Avgustin et al. 1997).  
3.1.4. Descripción de las bacterias ruminales predominantes   
Butyrivibrio y Pseudobutyrivibrio: Pertenecen a la familia Lachnospiraceae, cluster 
Clostridial XIVa. Estas bacterias son fisiológicamente y tienen una típica estructura de las 
bacterias Gram-positivas (Miyagawa 1982), aunque se tiñen como Gram-negativas. Son bacilos 
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curvos, no formadores de esporas, generalmente móviles debido a la presencia de a uno más 
flagelos polares o no polares. Los tamaños varían entre 0,4 a 0,8 μm de ancho y de 1,0 a 5,0 μm 
en longitud. Se pueden encontrar en forma aislada, en pares o formando cadenas. Estas 
bacterias pueden fermentar un amplio rango de carbohidratos, con considerables variaciones 
entre las cepas. La mayoría de los aislamientos sintetizan xilanasa, amilasa y cellodextrinasa, 
pero pocas cepas producen 1,4- β-endoglucanasa (Stewart & Bryant 1988; Stewart et al. 1997). 
Estas bacterias producen butirato como el principal producto del metabolismo fermentativo y 
son considerados los más eficientes degradadores de hemicelulosa. Tienen un contenido de G+C 
de 36 a 42% (Bryant 1986). El género Butyrivibrio presenta cuatro especies: B. fibrisolvens 
(Bryant & Small 1956a), B. crossotus (aislado de heces de una persona), B. hungatei (Bryant & 
Small 1956a; Kopecny et al. 2003), B. proteoclasticus (Moon et al. 2008). Las secuencias 16S 
ARNr indican que las cepas clasificadas como B. fibrisolvens, no siempre se encuentran 
estrechamente relacionadas. B. proteoclasticus puede ser distinguido de las demás especies por 
su capacidad de formar ácido esteárico a partir del ácido linoleico (Paillard et al. 2007). El 
género Pseudobutyrivibrio presenta dos especies: P. ruminis (Van Gylswyk et al. 1996 ) y 
xilanivorans (Kopecny et al. 2003). Ambos géneros son versátiles, pueden utilizar pentosas, 
hexosas, pectina, almidón, xilano y hemicelulosa, con considerables diferencias entre las cepas. 
Algunas cepas son débilmente celulolíticas, no todas las cepas son capaces de utilizar celulosa in 
vitro. 
Ruminococcus albus y R. flavefaciens: Estas bacterias son las principales bacterias 
celulolíticas presentes en el rumen. Son bacterias en forma de cocos Gram-positivos, con un 
tamaño que varía de 0,7 a 1,6 μm de diamétro, no son móviles y no presentan esporas. El 
amoníaco es esencial para el crecimiento de R. flavefaciens y R. albus. Estas bacterias presentan 
glicocalix que rodea a la membrana celular, la que cumpliría un importante rol en la adhesión a 
a la fibra vegetal. El glicocalix esta compuesto de glicoproteínas que contienen galactosa, 
rhamanosa y glucosa (Miron et al. 2001). 
Estas bacterias producen enzimas celulolíticas que son activas sobre celulosa y celu- 
oligosácaridos presentes en las plantas. Todas las cepas de R. albus y R. flavefaciens prefieren 
utilizar celobiosa en lugar de glucosa, degradan xilano y celulosa, pero según el tipo de cepa 
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puede varíar en su capacidad de utilizar sacarosa, xilosa, glucosa, arabinosa, lactosa, manosa, 
manitol. Los productos finales del metabolismo son el acetato y etanol, mientras que los 
productos finales secundarios son el lactato y formato (Dehority 2003; Samsudin 2011). 
  Una característica de R. flavefaciens es la presencia el celulosoma, un complejo 
multienzimático de alto peso molecular que contiene altas concentraciones de enzimas 
fibrolíticas en la superficie bacteriana y promueve una sinergia entre enzimas celulolíticas y no 
celulolíticas que reconocen diferentes sustratos polisacáridos (Murashima et al. 2002). Los 
Ruminococcus spp, son sensibles a los ionóforos como la monensina y al pH bajo en el rumen. 
Cuando el pH en el rumen disminuye por debajo de 6,1 R. flavefaciens desaparece. Algunos 
Ruminococcus spp. producen inhibidores como parte del proceso de colonización del rumen, 
por ejemplo, mediante la inhibición de los hongos anaerobios del rumen que degradan celulosa. 
Algunas cepas de Ruminococcus spp. pueden inhibir el crecimiento de otras cepas, tal como lo 
hace R. albus cepa 8, que es capaz de producir bacteriocinas que son inhibidores a R. 
flavefaciens cepa FD1 (Ghali 2006; Samsudin 2011). 
Fibrobacter succinogenes: Es una bacteria Gram-negativa, no móvil, no formadora de 
esporas, con un tamaño de 0,3 a 0,5 μm de ancho y 1 a 2 μm de largo. Es considerado una de las 
principales bacterias degradadoras de celulosa (Halliwell & Bryant 1963; Maglione et al. 1997) 
Fue aislada por primera vez en USA a partir del rumen de un bovino (Hungate 1950; Bryant & 
Doetsch 1954). En el primer aislamiento las bacterias presentaron forma ovalada con un 
diámetro de 0,8 a 1,6 μm de diámetro. La mayoría de las bacterias se presentaban en forma 
aislada, pero también se observaron en cadenas cortas. Estas bacterias mueren rápidamente en 
periodos largos de incubación (Hungate 1950; Stewart et al. 1981). Se consideran dos especies: 
F. succinogenes (S85) y F. intestinalis. La diferencia entre estas dos especies se debe a su 
requisito de biotina y el sitio del aislamiento, es decir el rumen de bovinos y el ciego en los 
caballos(Montgomery et al. 1988; Dehority 2003). F. succinogenes produce enzimas celulolíticas 
que son activas sobre la celulosa y celu-oligosacaridos presentes en las plantas. Esta especie 
presenta más de 100 secuencias que codifican para enzimas que degradan polisacáridos 
(Morrison et al. 2003), la mayoría de estas son responsables de la degradación de sustratos 
celulósicos, además estas bacterias degradan xilano, hemicelulosa y los monosacáridos de las 
Introducción 
 
26 
 
paredes de las plantas (Miron 1991; Stewart et al. 1997). Estás bacterias se unen fuertemente a 
la pared celular de las plantas, aunque no hay evidencia que las células produzcan el complejo 
celulosómico. Una cepa de F. succinogenes (S85) expresa una proteína fimbrial tipo IV similar a 
la expresada por R. albus (Pegden et al. 1998; Jun et al. 2007)  que podría tener un rol en la 
adhesión celular a la celulosa cristalina.  
Prevotella spp: Son bacterias Gram-negativas, estrictamente anaeróbicas, cocobacilos o 
pleomórficos, no celulolíticas. Es uno de los grupos mas numerosos de bacterias que se 
encuentran en el rumen (Van Gylswyk 1990). El rol que cumple en el rumen incluye la digestión, 
la utilización de almidón y de polisacáridos de la pared celular de la planta tales como la pectina 
y xilano, también desempeñan un papel importante en la degradación de proteínas, en la 
captación y la fermentación de péptidos. Estas bacterias poseen actividad dipeptidylpeptidasa 
(DAPI) que está ausente en otras bacterias ruminales (McKain et al. 1992). Estas bacterias no 
degradan la celulosa. Las secuencias 16S ARNr indican que muchas de las cepas deberían ser 
reagrupadas en diferentes especies. Las cepas de Prevotella que no usan xilosa, fueron 
carboximetilcelulasa (CMCasa) negativas, producen ADNasa y tiene 45 a 52 G-C mol% fueron 
denominadas P. brevis. Las cepas que fueron CMCasa positivo, usan xilosa, producen ADNasa y 
tienen 39 a 43 G-C mol% fueron denominadas P. bryantii. Las cepas que fueron CMCasas 
positiva, no producen ADNasa y tiene 45-51 G-C mol% fueron denominados P. ruminicola. Las 
cepas que tienen poca actividad CMCasa y DNAasa y tienen 39-43 G-C mol% fueron 
denominadas P. albensis (Rusell 2002) P. bryantii y P. ruminicola producen multiples enzimas 
xilanolíticas, que incluyen endoxylanasas, una α-L-arabinofuranosidasa, una B-xylosidasa 
sensible al oxígeno y una enzima bifuncional la esterasa ácido ferulixo-xylanasa. 
Selenomonas ruminantium: Es una bacteria Gram-negativa, pero la secuencia 16S ARNr 
indica que está cercanamente relacionada a especies Gram-positivas. Presenta forma de media 
luna con presencia de 16 flagelos conectados a la mitad del lado cóncavo. Las dimensiones 
oscilan entre 0,9 a 1,1 μm de ancho y 3,0 a 6,0 μm de largo (Kingsley & Hoeniger 1973; Stewart 
et al. 1997). En presencia de abundantes azúcares esta bacteria tiene una buena tasa de 
crecimiento y su fermentación es homoláctica, pero si los azúcares no son abundantes su 
crecimiento es débil, con producción de acetato y propionato, pudiendo estas bacterias utilizar 
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el lactato previamente producido. Esta bacteria puede producir formato, aunque otros trabajos 
muestran que puede producir hidrógeno y dióxido de carbono, particularmente si un 
metanógeno está presente para utilizar el hidrógeno. La mayoría de las cepas no degradan el 
almidón, pero utilizan dextrinas que son producidas por otras bacterias (Rusell 2002). Dos 
características importantes que difieren de otras bacterias son su marcada producción de H2S y 
su resistencia a pH bajo (4,3 a 4,4). Esto explica la capacidad de S. ruminantium para mantener 
su población en el rumen de animales sometidos a dietas que contienen bajos niveles de 
sustratos solubles (Samsudin 2011). 
Streptococcus bovis: Es una bacteria anaerobia facultativa, Gram-positiva, no móvil de 
forma cocoide de  0,5 a 1 μm de diámetro. Originalmente descripta como bacteria homoláctica. 
Es una bacteria oportunista que solo llega a ser una especie dominante si son agregados 
grandes cantidades de carbohidratos solubles a la dieta. Los productos de la fermentación son 
acetato, formato y etanol, pero si aumentan la ingesta de carbohidratos se incrementa la 
producción de lactato, disminuyendo el pH ruminal que podría causar acidosis ruminal. Esta 
bacteria tolera mejor los ácidos que otras bacterias ruminales (Stewart et al. 1997; Rusell 2002). 
Eubacterium cellulosolvens: Fue aislada por primera vez por del rumen bovino. 
Previamente denominada Cillobacterium cellulosolvens. Es una bacteria anaeróbica, Gram-
positiva, de forma cocoide a bacilar con extremos generalmente puntiagudos. Los tamaños de 
esta especie son 0,5 a 3,0 μm de largo por 0,5 a 1 μm de ancho. Produce principalmente ácido 
láctico (solo el D-ácido láctico) en un medio de fluido ruminal con celulosa. A pesar de los altos 
números observados y la alta tasa de digestión de la celulosa in vitro, su importancia como 
bacteria celulolítica es dudosa. (Prins et al. 1972; Van Gylswyk & Van Der Toorn 1986). Aunque 
otro autor menciona que esta bacteria es relativamente poco importante por el bajo número 
presente en el rumen (Dehority 2003). 
Anaerovibrio lipolytica: Es una bacteria de forma bacilar, curva, Gram-negativa de 0,5 μm 
de ancho y 1,2 a 3,6 μm de largo. A. lipolytica es móvil con un sólo flagelo polar. Esta bacteria se 
puede encontrar en ovejas alimentadas con torta de semillas de lino y durante el cambio de 
forraje a una dieta a base de granos. Los principales roles son la hidrólisis de lípidos y la 
utilización del lactato (Hobson & Mann 1961). Los principales productos de la fermentación son 
Introducción 
 
28 
 
diferentes dependiendo del tipo de sustratos. Los sustratos principales son triacilglyceridos, 
fosfolípidos, ribosa y algunos aminoácidos. A. lipolytica fermenta el glicerol a propionato y 
succinato, con una pequeña cantidad de H2 y lactato, mientras que la ribosa y la fructosa son 
fermentados a acetato, propionato, succinato, CO2, H2 y lactato. (Stewart et al. 1997). 
Synergistes jonesii: es una bacteria anaerobia obligada, Gram-negativa de 0,6-0,8 µm de 
ancho por 1,2-1,8 µm de largo, no móvil, de forma bacilar ovalada y que no forman esporas. 
Esta bacteria es una bacteria activa en el rumen, degrada los isómeros tóxicos 3 - hidroxi – 4(1H) 
- piridona (3,4 – DHP), que es producida a partir de la mimosina. La mimosina es un aminoácido 
no proteico que se encuentra en la planta Leucaena leucephala (Klieve et al. ; Allison et al. 1992; 
Klieve et al. 2002). La toxicidad se caracteriza por bocio, pérdida de cabello y disminución de 
peso. La toxicidad es evitada por las bacterias Synergistes jonesii del rumen. Estos aislamientos 
no fermentan los hidratos de carbono, pero son capaces de utilizar tanto 3,4 DHP y su isómero, 
el 3-hidroxi-2 (LH)-piridona (2,3 DHP), así como también la arginina y la histidina como sustratos 
para el crecimiento.(Allison et al. 1992; Jones & Megarrity 1993; McSweeney et al. 1993). 
Los microorganismos del rumen pueden clasificarse sobre la base de las especies y ubicación 
en el rumen. Pueden encontrarse libres en el fluido ruminal, unidos a partículas, sobre los 
protozoos o sobre la pared del rumen (Czerkawski & Cheng 1988). También pueden clasificarse 
de acuerdo con los sustratos que utilizan como fuente de energía, tal como fue mencionado 
anteriormente. Además las bacterias pueden ser clasificadas de acuerdo a las enzimas que 
poseen. Sobre todo las enzimas glicosyl hidrolasas (GH) de las bacterias fibrolíticas que actúan 
sinérgicamente para hidrolizar las uniones glicosidicas presentes en la celulosa y hemicelulosa. 
Para una eficiente degradación de la celulosa en el rumen usualmente se requiere 
endoglucanasas, exoglucanasas y β- glucosidasas, mientras que para la hemicelulosa se requiere 
enzimas endoxylanasas y β- xylosidasa (Tabla 5) (Krause et al. 2003). 
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Tabla 5. Enzimas identificadas en los cultivos de microorganismos del rumen y las 
familas a las cuales ellas pertenecen. 
Enzimas  Familias GH Microorganismos (Familias GH) 
Endocelulasa 3.2.1.4 5,6,7,8,9,10,12,26,44, Butyrivibrio fibrisolvens( 5,9 ) 
  45,48,51,61,74 Fibrobacter succinogenes ( 5,51,9 ) 
  
 
Neocallimastix frontalis ( 5 ) 
  
 
Neocallimastix patriciarum ( 5,6 ) 
  
 
Orpinomyces joyonii ( 5 ) 
  
 
Orpinomyces  sp. ( 5,6 ) 
  
 
Piromyces equi ( 45,5,48 ) 
  
 
Piromyces  sp. E2 ( 9,48 ) 
  
 
Piromyces rhizinflata (5 ) 
  
 
Prevotella ruminocola ( 26,5,9 ) 
  
 
Ruminococcus albus ( 5,9 ) 
    Ruminococcus flavefaciens ( 45,5,9 ) 
Exocelulasa 3.2.1.91 5,6,7,9,10,48 Neocallimastix patriciarum ( 6 ) 
  
 
Orpinomyces  sp. ( 6 ) 
  
 
Piromyces rhizinflata ( 6 ) 
    Piromyces  sp. E2 ( 6 ) 
Glucosidasa 3.2.1.21 1.3 Butyrivibrio fibrisolvens ( 3 ) 
  
 
Orpinomyces  sp. ( 1 ) 
  
 
Piromyces  sp. E2 ( 3 ) 
  
 
Prevotella albensis ( 3 ) 
  
 
Prevotella ruminocola ( 3 ) 
    Ruminococcus albus ( 3 ) 
Endoxylanasa 3.2.1.8 5,8,10,11,16,26,43,52,62 Butyrivibrio fibrisolvens ( 10 ) 
  
 
Eubacterium ruminantium ( 10 ) 
  
 
Fibrobacter succinogenes ( 10,11 ) 
  
 
Neocallimastix frontalis ( 11 ) 
  
 
Neocallimastix patriciarum ( 10,11 ) 
  
 
Orpinomyces  sp. ( 11 ) 
  
 
Piromyces  communis (11 ) 
  
 
Piromyces  sp.  ( 11 ) 
  
 
Prevotella bryantii B14 ( 10 ) 
  
 
Prevotella ruminocola ( 10,26,5 ) 
  
 
Pseudobutyrivibrio xylanivorans Cepa Mz5 ( 
11 ) 
  
 
Ruminococcus albus ( 11 ) 
    Ruminococcus flavefaciens ( 10,11,16 ) 
β-Xylosidasa 3.2.1.37 3,10,39,43,52,54 Butyrivibrio fibrisolvens ( 43 ) 
    Prevotella ruminocola ( 43 ) 
α-Amilase 3.2.1.1 13,14,57 Butyrivibrio fibrisolvens H 17c ( 13 ) 
Licheninasa 3.2.1.73 16 Fibrobacter succinogenes ( 16 ) 
    Orpinomyces  sp.PC2 ( 16 ) 
Mananasa 3.2.1.78 26 Piromyces  sp.  ( 26 ) 
    Prevotella ruminicola (26 ) 
GH (glicosil hidrolasas). (Krause et al. 2003). 
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3.2. Arqueas metanogénicas 
Como se mencionó anteriormente, el rumen contiene un microbioma muy diverso y 
complejo, cuya función principal es la de digerir enzimáticamente los carbohidratos de la dieta 
para generar ácidos grasos de cadena corta, amonio, dióxido de carbono e hidrógeno. Estos dos 
últimos productos no son asimilados por el animal pero son inmediatamente metabolizados. El 
dióxido de carbono es reducido a metano (CH4) por microorganismos del dominio arquea 
denominados arqueas metanogénicas o metanógenos que utilizan al hidrógeno como fuente de 
energía (Janssen & Kirs 2008; St-Pierre & Wright 2012). Este proceso conduce a la pérdida de 
energía de animal. A pesar de ser una pequeña porción de la población microbiana ruminal 
(estimada entre el 2 al 4% de la microbiota), las arqueas metanogénicas cumplen un rol muy 
importante al evitar la acumulación de hidrógeno en el rumen.  
Es bien conocido que el incremento desproporcionado de la presión parcial de hidrógeno 
tiene efectos negativos en el ecosistema microbiano ruminal al alterar su capacidad 
fermentativa, además la mayoría de los metanógenos ruminales utilizan dióxido de carbono 
como fuente de carbono aunque algunos son capaces de utilizar formato, acetato o 
metilaminas, que son productos generados en el proceso de fermentación de la dieta(Miller 
1995). Los metanógenos residen en diversas fracciones del rumen: están libres en el líquido 
ruminal, asociados a protozoos anaerobios (como endosimbiontes o ectosimbiontes) (Kamra 
2005) y adheridos a la mucosa ruminal.  
Las arqueas metanogénicas son anaerobios estrictos, de crecimiento fastidioso, 
extremadamente sensibles a trazas de oxígeno y requieren medios de elevado poder reductor 
(por debajo de -350 mV) (Stewart & Bryant 1988). En la actualidad se han aislado y 
caracterizado un bajo número de especies de metanógenos ruminales: Methanobrevibacter 
ruminatum, Methanobrevibacter smithii, Methanobrevibacter olleyae,  Methanobrevibacter 
boviskoreanis, Methanobacterium formicicum, Methanobacterium bryantii, Methanomicrobium 
mobile, Methanosarcina barkeri y Methanoculleus olentangyi (Joblin et al. 1990; Jarvis et al. 
2000; Janssen & Kirs 2008; Sirohi et al. 2010; Sirohi et al. 2012), algunos poseen su genoma 
secuenciado. No se conoce exactamente cuántas especies de metanógenos habitan en el 
contenido ruminal bovino y algunas especies son cuantitativamente mayoritarias sobre otras. 
Los metanógenos varían de 107 a 109/ml de fluido ruminal, en función del tipo de dieta ingerida, 
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especialmente el contenido de fibra (Kamra 2005; Sundset et al. 2009; St-Pierre & Wright 2012; 
Wright & Klieve 2011). La incorporación de técnicas independientes del cultivo en la 
identificación y tipificación microbiana, como son las técnicas moleculares, han aportado valiosa 
información sobre la cuantificación, identificación y biodiversidad de los metanógenos 
ruminales (Janssen & Kirs 2008). Existen varias técnicas para evaluar la estructura poblacional 
microbiana, la mayoría basadas en la técnica de PCR, aunque todas presentan sus ventajas y 
limitaciones. Se ha demostrado que la cantidad y estructura poblacional de los metanógenos 
varía dependiendo de la especie animal, el tipo de dieta, la raza del animal y su localización 
geográfica.  
Las arqueas metanógenas ruminales están siendo estudiadas debido a la contribución de 
estos organismos al calentamiento global como consecuencia de la producción de CH4. (Wright 
et al. 2004). En nuestro país no se ha reportado al presente el aislamiento de metanógenos 
ruminales, tampoco se conoce cuáles son las especies mayoritarias presentes en las principales 
especies de ganado doméstico. 
3.3. Diversidad de Protozoos 
El estómago de los CSA contiene una gran cantidad de protozoos similar al de los rumiantes 
(Selim et al. 1996; Kubesi & Dehority 2002). Los protozoos del rumen pueden representar hasta 
el 50% de la biomasa microbiana (Belanche et al. 2011) y desempeñan un papel clave en la 
producción de AGV. Los protozoos son organismos unicelulares, eucariotas y anaerobios. Los 
protozoos están delimitados por una piel (cutícula o película), tienen una boca, un tracto 
digestivo (una cavidad), el recto y el ano. También contienen un macronúcleo, micronúcleo y 
una o más vacuolas contráctiles. Las vacuolas contráctiles presumiblemente funcionan en la 
excreción de gases, líquidos y productos de desecho solubles (Dehority 2003). Varían 
considerablemente en su tamaño, con medidas de 15 a 250 µm de largo y de 10 a 200 µm de 
ancho. Los protozoos ciliados han sido extensamente estudiados en rumiantes, aunque en 
llamas existe una sola publicación realizada en Bolivia, donde reportan cantidad y especies de 
protozoos (Del Valle et al. 2008). Los protozoos ciliados del rumen pueden afectar directamente 
a la productividad y causar impacto sobre el medio ambiente del rumen debido a que son 
metabólicamente muy activos, capaces de influir en la fermentación de los alimentos y sobre 
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otras poblaciones microbianas del rumen. Los protozoos engullen materia orgánica, 
especialmente las bacterias mediante vacuolas digestivas, produciendo hidrólisis y 
fermentación, aunque el efecto de este fenómeno de depredación sobre la diversidad 
bacteriana no ha sido bien descripto. Debido a que los protozoos son incapaces de crecer en 
ausencia de bacterias, se hace difícil distinguir la contribución individual a la digestión entre las 
diferentes especies de protozoos y las diferentes especies de bacterias presentes.  
Los dos grupos principales de protozoos presentes en el rumen son del orden holotricos y 
entodiniomorfos que tienen características específicas tanto morfológicas, como metabólicas. 
Los protozoos holotricos pertenecen al orden Vestibuliferida que tienen como característica 
cilios en todo el cuerpo, mientras que los entodinomorfos pertenecen al orden 
Entodiniomorphida, que tienen cilios en regiones discretas (Hungate 1966; Williams & Coleman 
1997) (Tabla 6). 
El perfil enzimático de protozoos holotricos indica que tienen amilasa, sacarasa, pectina 
esterasa, y poligalacturonasa suficiente para posibilitar el uso de almidón, pectina y azúcares 
solubles como fuente de energía (Mould & Thomas 1958; Bailey & Howard 1963). Las enzimas 
responsables de la degradación de la celulosa y la hemicelulosa también se han reportado en 
este grupo de protozoos ciliados, pero los niveles son mucho más bajos que los presentes en la 
protozoos entodiniomorfos (Wiliams & Coleman 1988). 
Las bacterias parecen ser la fuente más importante de compuestos nitrogenados. 
Aproximadamente la mitad de la proteína bacteriana engullida por los protozoos se retiene 
dentro de los protozoos y la mitad es liberada en el medio, principalmente en la forma de 
aminoácidos libres, además varias especies de protozoos parecen satisfacer parte de sus 
necesidades de nitrógeno a través del consumo de otros protozoos. 
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Tabla 6. Clasificación de protozoos ciliados. 
Subreino PROTOZOA 
Filum CILIOPHORA (Dofein, 1901) 
Clase 1. KINETOFRAGMNOPHOREA (de Puytorac et al, 1974) 
   Subclase 1. GYMNOSTOMATIA (Bütschli, 1889) 
      Orden 1. PROSTOMATIDA (Schewiakoff, 1896) 
      Suborder 1. ARCHISTOMATINA (de Puytorac et al, 1974) 
      Familia BUETSCHLIIDEA (Poche 1913) 
     Subclase 2. VESTIBULIFERIA (de Puytorac, 1974) 
      Orden 1. TRICHOSTOMATIDA (Bustschli, 1889) 
      Familia ISOTRICHIDAE  (Bustschli, 1889) 
      Familia PARAISOTRICHIDAE (Cunha, 1916) 
      Suborder  2. BLEPHAROCORYTHINA (Wolska, 1971) 
      Familia BLEPHAROCYTHIDAE (Hsiung, 1929) 
      Orden 2. ENTODINIOMORPHIDA (Reichenow, in Doflein and Reinchenow, 1929) 
      Familia OPHRYOSCOLOCEDAE (stein 1858) 
      Subfamilia ENTHODINIINAE (Lubinsky, 1957) 
      Subfamilia DIPLODINIINAE (Lubinsky, 1957) 
      Subfamilia OPHRYOSCOLECINAE (Lubinsky, 1957)  
      Familia CYCLOPOSTHIIDAE (Poche 1913) 
(Levine et al. 1980). 
3.3.1. Clasificación de los protozoos  
La clasificación de los protozoos presentes en los rumiantes y CSA está representada 
principalmente por la familia Ophryoscolecidae e Isotrichidae. 
Familia Ophryoscolecidae: 
Los protozoos de esta familia, tienen el cuerpo de forma ovoide y presentan cilios que están 
limitados al extremo anterior del cuerpo. En todos los géneros excepto Entodinium también una 
zona ciliar dorsal está presente. Las zonas ciliares son retráctiles, por lo que no siempre pueden 
ser vistas. La mayoría de los géneros excepto de Entodinium tienen placas esqueléticas. Algunas 
especies de esta familia tienen espinas caudales, que pueden cambiar de forma en función del 
entorno, sobre todo en el género Entodinium (Dehority 1986; Dehority 2003) 
Subfamilia Orphryoscolecinae: Esta subfamilia contiene un total de cinco géneros, 
Epidinium, Epiplastron, Opisthotrichum, Ophryoscolex y Caloscolex. Presentan la zona ciliar 
dorsal posterior y se encuentra en un plano transversal diferente de la zona oral. 
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Subfamilia Entodiniinae: Entodinium es el único género clasificado en esta subfamilia. 
Estos protozoos sólo tienen una única zona ciliar situada en el extremo anterior que rodea la 
boca. Todas las especies de Entodinium contienen un macronúcleo, un micronúcleo y una 
vacuola contráctil (Dehority, 2003). Algunos protozoos Entodinium, presentan una columna 
vertebral caudal y espinas caudales que pueden cambiar de forma (Figura 5). Existen más de 
100 especies diferentes de Entodinium y una sola especie puede tener diferentes morfotipos 
(Imai et al. 2004). 
Subfamilia Diplodiniinae: Los protozoos en esta subfamilia presentan cilios en la zona oral 
y dorsal. La zona dorsal se encuentra en el extremo anterior de la célula y está en el mismo 
plano transversal, según la zona ciliar oral.  
Familia Isotrichidae: 
Son protozoos holotricos que se encuentran frecuentemente en el rumen del ganado bovino, 
caprino y ovino, sin embargo, aún no han sido detectados en CSA. Los protozoos de esta familia 
son fácilmente reconocidos porque el cuerpo es elipsoidal, con cilios que cubren toda la 
superficie del cuerpo (Dehority 2003). 
Las principales características que se utilizan para distinguir los diferentes géneros son el 
tamaño, la forma de la célula, la posición y la forma del macronúcleo, la ubicación de las 
vacuolas contráctiles, ubicación de los cilios, forma de espina caudal y el número y la posición 
de las placas esqueléticas (Figura 5). 
Las concentraciones de protozoos del rumen y el número de especies por animal varía en las 
diferentes áreas geográficas e incluso entre animales del mismo hato (Dehority 2003). El 
número de especies y concentración de protozoos presentes en los animales puede variar por 
diferentes razones. Los dos factores más importantes que influyen en el establecimiento de una 
población de protozoos son probablemente el pH y la velocidad de pasaje del forraje por el 
tracto digestivo. El pH del rumen varía con el tipo y la frecuencia de la alimentación (Dehority 
1986; Dehority 2003) 
La única publicacón previa sobre concentración y especies de protozoos presentes en llamas 
fue realizado por (Del Valle et al. 2008), ellos publicaron la concentración y las especies de 
protozoos que se encuentra en la C1 en llamas y alpacas del altiplano boliviano. En este estudio 
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la concentración promedio de protozoos en el C1 fue de 39,64 x 10⁴/ml  la cual fue 3,6 veces 
menor (P < 0,001) que en el contenido estomacal de alpacas (143,8 x 10⁴/ml). Además 
observaron de cuatro a once especies de protozoos, todas del género Entodinium. En 
dromedarios reportan un valor promedio del total de protozoos ciliados de 13,9 x 10⁴/ml, 
donde fueron dentificados un total de diez géneros que contienen 31 especies y 16 morfotipos 
(Kubesy & Dehority 2002). 
 
Figura 5. Representación esquemática de protozoos anaerobios del contenido ruminal: A (Entodinium 
longinucleatum), B (Endiplodinium maggii), C (Isotrichia prostoma). ACZ (zona ciliar adoral), BL (capa límite), CpH 
(esófago), Cpt (recto), CV (vacuola contráctil), Ect (ectoplasma), End (Endoplasma), EP (poro excretor), IAL (labio 
interno adoral), ILL (labio interno izquierdo), LCZ (zona ciliar izquierda), LCG (ranura raticular), (Ma 
(macronúcleo), Mi (micronúcleo), OAL (labio adoral externo), OLL ( labio izquierdo externo), OP (opérculo), SP 
(placa esquelética), LCG (ranura cuticular longitudinal), V (vestíbulo), FV (vacuola con comida), SC (cilios 
somáticos) (Dehority 2003). 
3.4. Diversidad de Hongos  
Los hongos anaerobios ruminales tienen la capacidad de degradar fibra, ya que poseen gran 
actividad de enzimas tales como celulasas, pectinasas, xilanasas, y esterasas (Orpin & Joblin 
1997a). Inicialmente las zoosporas del hongo se localizan, adhieren y germinan en el material 
vegetal recién ingerido (Orpin & Joblin 1997a). Posteriormente los hongos del rumen comienzan 
a producir una amplia gama de enzimas que pueden degradar los principales carbohidratos 
estructurales y el contenido de lignocelulosa de las paredes celulares de las plantas (Pearce & 
Bauchop 1985; Williams & Orpin 1987). Los principales productos finales de la fermentación de 
celobiosa por todas las especies de hongos son lactato, acetato, hidrógeno y dióxido de 
carbono, con trazas formato y etanol. Sin embargo, Neocallimastix frontalis (Bauchop & 
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Mountfort 1981) y dos especies de Piromyces (Philips & Gordon 1988) producen cantidades 
significativas de formato y etanol a partir de celulosa. 
Morfológicamente las zoosporas de los hongos tienen o un solo flagelo o múltiples flagelos, 
son activamente móviles, algo variable en forma, con el aparato flagelar colocado 
posteriormente, y son capaces de imitar el movimiento ameboide (Orpin & Joblin 1997a). Es por 
esto que las esporas móviles se confundían con protozoos flagelados antes del descubrimiento 
de los hongos anaeróbicos.  Las zoosporas son pequeñas de 6 a 10 µm pero la esporangia puede 
ser tan grande como de 100 µm y el micelio de 450 µm. Generalmente, la superficie de la célula 
está cubierto con una capa de partículas (Munn et al. 1988) y la superficie del flagelo está 
compuesta de fibrillas paralelas (Orpin & Joblin 1997a) . Básicamente, seis géneros de hongos se 
han descubierto y descripto totalmente desde el sistema digestivo de los herbívoros: 
Neocallimastix, Caecomyces (anteriormente conocido como Sphaeromonas), Piromyces 
(anteriormente conocido como Piromonas), Orpinomyces, Anaeromyces (sinónimo de 
Ruminomyces) (Barr 1988; Barr 1989; Ho et al. 1990; Dehority 2003) y género de hongos 
anaerobios, Cyllamyces (Ozkose et al. 2001) (Tabla 7). Entre estos géneros, Neocallimastix es el 
género más estudiado Figura 6 y Figura 7. Neocallismastix spp. tienen zoosporas flageladas 
múltiples (7 a 30 flagelos) y desarrollan un gran rizoide altamente ramificado, que alcanzan 
longitud de hasta 2,5 mm (Gordon y Philips, 1998). 
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Figura 6. Neocallimastix patriciarum. a (Estado vegetativo), s (monocéntrico, presenta un solo esporangio), r 
(presencia de muchas ramas rizoidales), c (La zoospora parece tener una sola organela de locomoción), c 
(presencia de 12 a 17 flagelos), d (las zoosporas pueden tener tener movimientos ameboideos), e (liberación de 
las zoosporas, el esporangio es parcialmente autolisado), f (invación de un nuevo tejido vegetal, donde 
enquistan y germinan). a (x120), b (x600), c (x1800), d (x600), e (x260), f (x600). (Orpin & Joblin 1997a) 
+ 
 
Figura 7. Zoospora posiblemente de Neocallimastix sp. observada en el contenido de C1 de una llama de Jujuy. 
La flecha indica los flagelos. 
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Tabla 7. Clasificación de los hongos anaerobios del contenido ruminal. 
Neocallimastix  
(Monocéntrico) 
Orpinomyces 
(Policéntrico) 
Anaeromyces  
(Policéntrico) 
Piromycesa  
(Monocéntrico) 
Caecomycesb 
(Monocéntrico) 
Cyllamycesf 
(Policéntrico) 
N. frontalisC O. joyoniid A. mucronatus P. communis C. equi C. aberensis 
N. hurleyensis O. intercalaris A. eleganse P. mae C. communis   
  
  
P. dumbonicus 
 
  
  
  
P. rhizinflatus 
 
  
  
  
P. minutus 
 
  
  
  
S. spiralis 
 
  
      P. citronii     
Nombres de los protozoos: a (Piromonas), b (Sphaeromonas), c (N. patriciarum y N. variabilis han sido 
clasificados como especies sinónimos), d (N. joyonii, O. bovis es considerado sinónimo, e (es sinónimo con 
Ruminomyces elegans), f (nuevo género). (Dehority 2003; Samsudin 2011)  
 
De acuerdo a la revisión de litetratura, el estómago de la llama al igual que los rumiantes, 
contiene una comunidad de microorganismos altamente compleja, dinámica y simbiótica que 
actúan muchas veces en forma sinérgica  para la degradación de la fibra, y que en la actualidad 
no está del todo caracterizada. 
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HIPÓTESIS 
 
La población microbiana que habita el C1 de la llama presenta una alta diversidad de 
bacterias, arqueas y protozoos funcionalmente dedicados a la digestión de los alimentos. Esta 
diversidad de microorganismos presenta similitud con bacterias y arqueas ya descritas, no 
cultivadas, aún no clasificadas y con protozoos previamente descritos en otros animales 
hervíboros. 
 
 
OBJETIVO GENERAL 
Contribuir al conocimiento de los microorganismos presentes en el contenido del C1 de la 
llama procedentes de dos zonas geográficas distintas de nuestro país. 
Objetivos específicos: 
Cuantificar parámetros ruminales: Cuantificar bacterias anaerobias viables, amoníaco ruminal, 
ácidos grasos volátiles y pH. 
Aislar y caracterizar bacterias anaerobias estrictas. 
Detectar bacterias anaerobias estrictas, mediante PCR para la determinación de género y 
especie. 
Construir genotecas para el estudio de la diversidad bacteriana. 
Construir genotecas para el estudio de la diversidad de arqueas. 
Cuantificar e identificar protozoos anaerobios estrictos.
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MATERIALES Y MÉTODOS 
El plan de trabajo se esquematiza en la Figura 8, donde se muestra la secuencia de 
procedimientos para el estudio de la diversidad microbiana realizada en la presente tesis. 
 
 
Figura 8. Esquema de trabajo en la presente tesis.
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1. Animales 
1.1. Llamas de Buenos Aires 
Se utilizaron llamas del hato de animales de INCUINTA-CICVyA INTA Castelar, situadas en la 
provincia de Buenos Aires 34°36´S, 58°40´O y 43 m de altitud.  El hato comprende 10 llamas 
machos adultos de 3,5 años de edad con un peso promedio de 90 kg, que son alimentados con 
heno de alfalfa (Medicago sativa) ad libitum (Figura 9). Alrededor del hato de las llamas se crían 
bovinos, ovejas y equinos. Estos animales no tienen contacto directo con las llamas. 
Fueron utilizadas: 
Tres llamas para el estudio de la diversidad bacteriana y el aislamiento bacteriano.  
Cinco llamas para el estudio de las concentraciones de ácidos grasos volátiles.  
Seis llamas para el estudio de la concentración de amoníaco. 
Ocho llamas para el estudio de protozoos. 
Las llamas fueron inmovilizadas mecánicamente mediante el uso de sogas que permitieron 
dejar a animal en posición de cubito lateral. Luego se cubrió con una capucha los ojos y las 
orejas, para disminuir los estímulos auditivos y visuales, que podrían ocasionar estrés al animal. 
Se utilizaron sondas de goma plástica transparentes de bordes romos, de aproximadamente 
1,20 m de largo y 1 cm de diámetro, a las cuales  se les colocó anestésico local en gel (lidocaína 
2%) en los primeros 10 cm. Una vez inmovilizado el animal, se colocó la sonda en la boca de la 
llama. Seguido, se pasó la sonda lentamente a través del esófago. Posteriormente, se comenzó a 
aspirar el contenido de C1 mediante una bomba de vacío. La muestra obtenida (aprox. 40 ml) 
fue colocada dentro de una jarra (GENbox anaer, Biomériux, Francia). En estas condiciones la 
muestra fue llevada al laboratorio para su procesamiento. 
1.2. Llamas de Jujuy 
Se trabajó con llamas que se encuentran en dos lugares de la provincia de Jujuy.  El primero 
se encuentra en Cieneguillas, provincia de Jujuy 22°08´S, 65°08´O y 3800 m de altitud. El predio 
pertenece a un productor privado que cuenta con aproximadamente 600 llamas hembras y 
machos de diferentes edades (Figura 9). Estos animales no tienen contacto directo con otras 
especies animales, salvo esporádicamente con animales silvestres tales como zorros y vicuñas. 
Las llamas se alimentan principalmente de Festuca argentiniensis (Vegas) y escasa cantidad de 
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Parastephia quadranularis (Tola). El segundo hato de llamas está localizado en Tilcara 23°34’S, 
65°22’O y 2465 m de altitud. Este predio pertenece al museo del “Pucará de Tilcara” que cuenta 
con 12 llamas. Estas llamas son alimentadas con alfalfa y escaso pasto que cubre que cubre el 
predio. Estos animales no tienen contacto directo con otros animales, salvo en algunas 
ocasiones con un guanaco y con perros que habitan el mismo lugar. 
Fueron utilizadas: 
Tres llamas para el estudio de la diversidad bacteriana y aislamiento bacteriano.  
Cinco llamas para el estudio de las concentraciones de ácidos grasos volátiles.  
Cuatro llamas para el estudio de concentración de amoníaco. 
Diez llamas para el estudio de protozoos de dos zonas de Jujuy (Cuatro llamas de Tilcara y 
seis de Cieneguillas). 
Los animales utilizados en los ensayos fueron de 3 años y con un peso promedio de 110 kilos.  
Las llamas que fueron utilizadas para el aislamiento y estudio de la diversidad bacteriana 
fueron sacrificadas para consumo de la comunidad. Las muestras fueron tomadas directamente 
del compartimento 1 (C1). El contenido del C1 fue filtrado por 2 capas de gasa y conservado 
(temperatura de heladera y congelado con hielo seco) hasta su procesamiento. Para los otros 
análisis realizados en esta tesis, las muestras fueron obtenidas mediante sonda, siguiendo el 
mismo protocolo descripto para las llamas de Buenos Aires. En un primer momento las 
muestras fueron procesadas en el lugar del muestreo (Figura 10), debido a la lejanía de este 
predio con el pueblo de Tilcara donde habíamos instalado un laboratorio provisional. 
El procedimiento de toma de muestra fue aprobado por el Comité Institucional para el 
cuidado y uso de animales de Experimentación CICUAE - INTA CICVyA (N°5 2013).
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Figura 9. A (Llamas de Buenos Aires alimentándose con heno de alfalfa) y B (llamas de Jujuy alimentándose con 
Festuca argentinensis).  
La composición nutricional del heno de alfalfa,  F. argentiniensis y Parastephia quadranularis 
utilizadas en este ensayo se determinó de acuerdo a los procedimientos descritos por la AOAC 
(1984). Los componentes nutricionales medidos fueron: materia seca (MS), proteína bruta (PB), 
fibra detergente neutra (FDN), fibra detergente ácida (FDA), lignina detergente ácida (LDA) y 
almidón. El contenido de hemicelulosa fue calculado a partir de la diferencia entre los valores de 
FDN y FAD (van Soest et al. 1991) (ver anexoTabla 33). 
 
Figura 10. Procesamiento de las muestras de las llamas en Cieneguillas, Jujuy.
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2. Cuantificación de bacterias anaerobias 
La concentración de los grupos predominantes de las bacterias en el C1 de las llamas fue 
evaluada mediante el cálculo de las concentraciones de bacterias anaerobias totales (CBAT), 
amilolíticas (CBA) y celulolíticas (CBC).  
Procedimiento: 
La muestra del contenido del C1 fue filtrada y diluida en series decimales (1x10-1 a 1x10-10) 
utilizando la solución mineral anaeróbica descripta por (Bryant & Robinson 1961). Para 
determinar la concentración CBAT, se inocularon las diluciones 1x10-5 a 1x10-10 en el medio 
RCGSA* de acuerdo con el procedimiento descrito por (Grubb & Dehority 1976) y modificado 
por Arakaki Cristina (ver anexo Tabla 33). Luego los tubos fueron llevados al sistema de “roll 
tube”, que permite crecer a las colonias adheridas a las paredes de los tubos. 
 
Fórmula para determinar Número de CBAT: 
NMP= “X” x 5 x 10 -n/ml 
“X” = es el promedio de sumatoria de colonias según número de tubos utilizados en la 
dilución 1x10 –n.  
Para determinar la CBC y CBA se utilizó el procedimiento del NMP (Dehority et al. 1989; 
Shockey & Dehority 1989), utilizando un medio base con celulosa (papel de filtro Whatman N° 1, 
GE Healthcare, USA) o almidón (Sigma-Aldrich, USA) como la única fuente de energía, 
respectivamente (Bryant & Robinson 1962) (Tabla 33). Las diluciones fueron sembradas por 
triplicado. 
Fórmula para determinar el Número de bacterias CBC y CBA: 
NMP= (“X”x 50 x 10 -n/100)/ml 
Para determinar “X”, se debe tener en cuenta que una de las diluciones sembradas por 
triplicado debe evidenciar a tres tubos con cultivo positivo y otra dilución debe evidenciar a tres 
tubos con cultivo negativo. Se consideraron las 3 diluciones anteriores que le siguen a la dilución 
más alta, que resultaran negativas por triplicado. Se cuenta el número de tubos positivos en 
cada una de las 3 diluciones, obteniéndose tres números con valores de 1 a 3. Los números 
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resultantes se buscan en las columnas correspondientes de la Tabla 32, donde se obtiene el 
valor de X. 
Los valores de concentración bacteriana fueron transformados al log10 para su posterior 
análisis de la varianza, seguido por el procedimiento de Tukey (P < 0,05).  
3. Cuantificación de Amoníaco 
Procedimiento: 
El procedimiento fue basado en una reacción colorimétrica catalizada por el indofenol 
(Chaney & Marbach 1962). La muestra del contenido líquido del C1 fue adicionada con ácido 
sulfúrico (9 ml muestra y 400 µl de ácido sulfúrico). La muestra fue diluida 1/10 (1 ml rumen + 9 
ml agua) y homogenizada. Se colocó 1 ml de la muestra diluida en un nuevo tubo al que se le 
adicionó 1 ml del reactivo A (Fenol 12,4g + 50mg Nitroprusiato de sodio en un volumen de 200 
ml de agua) y 1 ml de reactivo B (4 g de Hidróxido de sodio + 7 ml de lavandina, en un volumen 
de 200 ml). Se homogenizó en vortex y se incubó a temperatura ambiente por una hora al 
resguardo de la luz. Seguido, se adicionó 7 ml de agua bidestilada a todos los tubos, luego 
fueron homogenizados nuevamente. Se utilizó un tubo con 1 ml de agua como control, al cual 
se le realizó el mismo procedimiento que las muestras. Además se prepararon estándares de 
amoníaco con una concentración de 5, 10, 15 y 20 mg/dL, con las mismas condiciones 
previamente descritas. Posteriormente fue realizada la lectura de DO en el espectofotómetro 
(Hitachi U-1800, Japón) a 525 nm. 
4. Determinación de pH 
La determinación de los valores de pH fueron medidos en la muestra del C1, Inmediatamente 
posterior al muestreo. Se utilizó un pH metro marca ORION Research digital analizer / 501. 
5. Determinación de ácidos grasos volátiles  
La determinación de los ácidos grasos volátiles (AGV), fue realizada según el protocolo 
previamente descrito (Erwin et al. 1961), (Packett & McCune 1965; Holdeman et al. 1977).
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Procedimiento: 
Detección de AGV a partir del C1: Se utilizó 5 ml de la fracción líquida del C1, al que se le 
adicionó 1 ml de ácido metafosfórico (24% en H2SO4 3N). Los tubos fueron mantenidos a 4°C 
hasta su procesamiento.  
Detección de AGV a partir de los aislamientos: Las bacterias aisladas fueron sembradas 
en 4 ml del medio conteniendo glucosa (anexo Tabla 34) e incubadas a 37°C por 4 días. Seguido, 
se adicionó 0,8 ml de ácido metafosfórico y fueron mantenidos a 4°C hasta su procesamiento.  
Posteriormente, fue utilizado el mismo protocolo para la determinación de AGV. 
Los tubos fueron centrifugados a 6.000 x g por 20 min. A cada tubo nuevo se colocó 0,25 ml del 
sobrenadante y 0,25 ml del 2 metil valérico (estándar interno). Las muestras fueron inyectadas a 
un cromatógrafo gaseoso CG (GC-14B Shimatzu, Japón). El CG tiene una columna de vidrio que 
lleva 10% polyethylene glycol adipato y 3% H3PO4 en cromosor AW, con detector de llama FID. 
Las condiciones de trabajo fueron: 155°C, 185°C y 190°C para la columna, inyector y detector 
respectivamente. Para la cuantificación e identificación de los picos se utilizó el equipo 
integrador Shimadzu CR6A, Japón. 
Los análisis estadísticos de los valores registrados de amoníaco y AGV fueron realizados 
mediante t- student y la prueba no paramétrica de Mann Whitney test (Graph Prism 5.01). 
6. Aislamiento e Identificación bacteriana 
6.1. Aislamiento de bacterias anaerobias estrictas 
Los aislamientos bacterianos fueron realizados mediante la técnica del “roll tube” (Hungate, 
1950), ampliamente utilizada para el aislamiento de bacterias anaerobias estrictas que habitan 
en el contenido ruminal de varias especies animales (Bryant & Small 1956b; Bryant 1972; Van 
Gylswyk et al. 1996 ; Kopecny et al. 2003; Koike et al. 2010) Las muestras del C1 fueron 
homogenizadas bajo atmósfera constante de CO2, luego fueron  filtradas a través de dos capas 
de gasa. A la muestra original se le realizaron diluciones (1x10-1  a 1x10-10). A partir de estos 
tubos se inoculó 1 ml de las diluciones 1x10-6, 10-7 ,10-8 y 10-9 a los tubos que contienen 9 ml de 
RGCSA* (Figura 11).  
Para realizar la siembra, los tubos con el medio sólido RGCSA* fueron previamente fundidos 
y llevados a 55°C en baño térmico. Los tubos fueron siempre manipulados bajo flujo constante 
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de CO2. Se inocularon por duplicado 0,2 ml de la muestra diluida a los tubos conteniendo medio 
RGCSA*, estos tubos fueron inmediatamente tapados con tapas de butilo y llevados al sistema 
de “roll tube”. Este sistema permite hacerlos girar de manera horizontal en un soporte que 
contiene hielo (Hungate et al. 1966), para favorecer la solidificación del medio RGCSA*. Luego 
los tubos fueron incubados a 37°C por un período máximo de 5 días. Posterior al periodo de 
incubación, se observaron las colonias crecidas en el medio de cultivo adheridas a la pared de 
los tubos (Figura 12). 
Las colonias, fueron sembradas en profundidad a nuevos tubos conteniendo medio RCGSA* 
(Figura 12), luego nuevamente incubados a 37°C por 24 a 48 hs. Posterior a este tiempo, se 
verificó el crecimiento de las bacterias anaerobias estrictas mediante la observación de un 
desarrollo de colonias bacterianas a lo largo de la línea de siembra (Grubb & Dehority 1976). En 
todo momento se verificó que no hubiera ingreso de oxígeno al tubo, que se manifiesta por la 
coloración rojiza del medio de cultivo debido a la presencia de rezarsurina.  
 
Figura 11.  A (método de “roll tube”), se muestran los tubos con las diluciones (10 -1 a 10-10) y tubos con el medio 
RGCSA* en rotación. B (tubos con medio RGCSA*) tubos con colonias a los 5 días de incubación. 
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Figura 12. Cultivo de las bacterias ruminales. Siembra en profundidad de las colonias a tubos con medio RCGSA*, 
bajo flujo constante de CO2. 
6.2. Identificación de las bacterias anaerobias estrictas 
Para la identificación de los aislamientos bacterianos, se emplearon la secuencia de 
estrategias que se muestran en la Figura 13. Inicialmente, los aislamientos fueron cultivados por 
duplicado en medios RGCSA* por 48 hs y posteriormente fueron cultivados en distintos medios 
de cultivo para su identificación fenotípica. A partir del crecimiento bacteriano en el medio de 
cultivo líquido (Tabla 33) se realizó la extracción de ADN, seguido de PCR mediante iniciadores 
universales, luego fue realizada la secuenciación del gen 16S ARNr y finalmente se realizó el 
análisis filogenético. 
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Figura 13. Estrategia empleada en la caracterización de las bacterias. 
6.2.1. Pruebas fenotípicas 
Las bacterias fueron identificadas mediante la coloración Gram, morfología, presencia de 
esporas, pruebas de motilidad, crecimiento en aerobiosis y fermentación de carbohidratos. La 
identificación de las cepas se llevó a cabo siguiendo las normativas de Bergey`s Manual of 
Systematic Bacteriology (Holt et al. 1994). 
Coloración 
Mediante la coloración de Gram, se observan las bacterias Gram positivas (azul) y Gram 
negativas (rosa). Además se observa la morfología de la bacteria (bacilar, rectas, curvas o cocos, 
sin presencia de esporas). 
Aerotolerancia 
 Las colonias fueron sembradas en placas de petri que contienen medio TSA (Difco, USA) e 
incubadas a 37°C por 24 a 48 hs. No debería observarse el desarrollo de colonias. 
Motilidad 
Los aislamientos fueron sembrados con un ansa en profundidad en un medio semisólido (ver 
anexo Tabla 33) e incubados a 37°C. La motilidad fue evaluada mediante la observación de la 
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línea de crecimiento microbiano después de 24 hs de incubación. Las colonias mótiles crecen en 
la línea de siembra y hacia los lados de la misma, incluso algunas crecen en todo el tubo. Las 
colonias no mótiles crecen sólo en la línea de siembra. 
Fermentación de los carbohidratos 
Para evaluar la actividad fermentativa de las cepas aisladas sobre diversos carbohidratos, al 
medio de cultivo base se le agregó en forma individual, cada uno de los siguientes carbohidratos 
glucosa, celobiosa, maltosa, galactosa, pectina, almidón, xilano o celulosa (Tabla 33). Los 
aislamientos fueron cultivados a 37°C durante 4 a 10 días. Fue utilizado como control un tubo 
de cada medio de cultivo sin inocular. 
Las técnicas de cultivo en anaerobiosis realizadas en este trabajo de tesis, fueron similares a 
las descritas por (Hungate 1966). Los medios conteniendo glucosa, maltosa y celobiosa fueron 
sembrados bajo flujo constante de nitrógeno e incubados por 4 días, mientras que la siembra 
realizada en los medios conteniendo xilano y pectina se realizaron bajo flujo constante de CO2 e 
incubados por 7 días. La fermentación de cada carbohidrato fue evidenciada por la lectura del 
pH y su comparación con los valores de pH del tubo control (sin sembrar). Un descenso en 0,3 
unidades de pH fue establecido como valor de corte para considerar positiva la fermentación. 
Hidrólisis del almidón: Las bacterias aisladas fueron sembradas bajo flujo de CO2 y cultivadas 
en medio suplementado con almidón e incubado a 37°C durante 7 días. El crecimiento 
bacteriano fue evidenciado mediante la coloración con lugol; que colorea de negro ante la 
presencia de almidón (hidrolisis negativa) y sin cambio ante la ausencia de almidón (hidrólisis 
positiva). 
Hidrólisis de la celulosa: las bacterias aisladas fueron sembrados bajo flujo de CO2 en 
presencia de papel filtro (Whatman N1) e incubados a 37°C durante 10 días. Se verificó el 
consumo del papel por desintegración del mismo. 
Conservación de las cepas: Las bacterias aisladas son conservadas en medio RGCSA* en tubo de 
vidrio tapa butilo a -80°C. 
6.2.2. Curvas de crecimiento bacteriano 
Se utilizó 0,5 ml de cultivo fresco de las bacterias aisladas, las que fueron inoculadas en tubos 
conteniendo 9,5 ml de medio líquido (ver anexo Tabla 33). Las lecturas fueron realizadas 
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midiendo la DO a 600 nm cada dos horas aproximadamente utilizando un espectrofotómetro 
Hitachi U-1800, Japón. 
7. Extracción de ADN  
 Se realizaron distintos protocolos para la extracción de ADN cromosomal, dependiendo del 
objetivo en curso.  
1) Extracción de ADN mediante kit QIAamp DNA Stool Kit (Qiagen, Germany). Este protocolo 
de extracción fue utilizado para la detección por PCR de género y/o especie bacteriana y para la  
construcción de las genotecas RA, RF y FS. 
2) Extracción de ADN mediante el método RBB+C. Este protocolo fue utilizado para la 
construcción de las genotecas de clones de 16S ARNr de bacterias y arqueas, y genoteca de 
clones a partir de la amplificación del gen codificante de la coenzima metilo reductasa (mrcA) de 
arqueas. 
3) Extracción de ADN mediante el uso de fenol. Este protocolo fue utilizado para la extracción 
de ADN y de las bacterias aisladas y la secuenciación de genomas bacterianos.  
7.1. Extracción de ADN mediante un kit comercial: 
El ADN del contenido del C1 de cada animal fue extraído mediante el kit QIAamp DNA Stool 
Kit (Qiagen, Germany) según las instrucciones del fabricante.  
Para la construcción de las genotecas RA (Ruminococcus albus), RF (Ruminococcus 
flavefaciens) y FS (Fibrobacter succinogenes), se realizó un pool de ADN del C1 de las llamas de 
Jujuy.  
7.2. Extracción de ADN mediante el método RBB+C (Repeated Bead Beating Plus 
Column) 
El ADN del contenido de C1 fue extraído mediante el método RBB+C (Yu & Morrison 2004) 
Para el paso de bead-beating (lisis mecánica), se utilizó el equipo FastPrep-24 (MP Biomedicals 
Inc, USA). Se realizó un pool de ADN del C1 de cada grupo de animales.  
Lisis celular: 0,25 g del contenido del C1 (previamente filtrado en dos capas de gasa) de cada 
una de las llamas, se colocaron en tubos o-ring de 2 ml, se le adicionó  buffer de lisis  (500 mM 
NaCI, 50 mM Tris HCI, pH 8.0, 50 mM EDTA, y 4% sodio dodesil sulfato SDS) y 0,4 g de perlitas de 
de vidrio esterilizadas (0,3 g de 0,1 mm de diámetro y 0,1 g de 0,5 mm de diámetro). La mezcla 
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fue homogenizada por 3 min a velocidad máxima mediante equipo de FastPrep, para romper las 
células. Luego fue incubado a 70°C por 15 min, con movimientos manuales suaves cada 5 min. 
Posteriormente fue centrifugado a 4°C por 5 min a 16.000 x g. El sobrenadante fue transferido a 
otro tubo de 2 ml. Se agregó 300 µl del buffer de lisis y se volvió a repetir los pasos. Luego se 
juntaron los sobrenadantes. 
Precipitación de los ácidos nucleicos: A cada tubo conteniendo el lisado, se le adicionó 250 µl 
de acetato de amonio 10 M, se mezcló bien y se incubaron en baño de hielo por 5 min. Luego 
los tubos fueron centrifugados a 4°C por 15 min a 16.000 x g.  El sobrenadante obtenido fue 
transferido a  tubos de 1,5 ml, al que se le adicionó un volumen de isopropanol y fue mezclado e 
incubado en baño de hielo por 30 min. Los tubos fueron centrifugados a 4 °C por 15 min a 
16.000 x g. El sobrenadante fue removido y eliminado. El pellet de ADN fue lavado con etanol al 
70% y secado al vacío por 3 min. El ADN obtenido fue disuelto en 100 µl de TE (Tris EDTA). 
Remoción de ARN, proteína y purificación: A cada tubo se le adicionó 2 µl de ARNasa A (10 
mg/ml) y fueron incubados a 37°C por 15 min. Luego fueron adicionados 15 µl de proteinasa K y 
200 µl de buffer AL (QIAmp DNA stool Mini kit) los cuales fueron mezclados e incubados a 70°C  
por 10 min. Posteriormente se adicionó 200 µl de etanol. Todo el contenido fue transferido a 
una columna QIAmp y fue centrifugado a 16,000 x g por 1 min. Se descartó el líquido obtenido. 
Se adicionó a la columna 500 µl de buffer AW1 (Qiagen) y fue centrifugado por 1 min, se 
descartó el líquido obtenido. Seguido, se adicionó a la columna 500 µl de buffer AW2 (Qiagen) y 
fue centrifugado por 1 min, se descartó el líquido obtenido. Se dejó secar la columna por 1 min 
a temperatura ambiente. Finalmente, se adicionó 200 µl de buffer AE (Qiagen) e incubó por 2 
min, luego fue centrifugado a 10.000 x g por 1 min para eluir el ADN.  El ADN fue conservado a -
20°C, hasta el momento de realizar la PCR. 
7.3. Extracción de ADN cromosomal de los aislamientos. 
Los aislamientos fueron cultivados en un medio líquido (10 ml DO 600 = 0,8-1) sin contenido 
de fluido ruminal (ver anexo Tabla 33) a 37°C por 24 a 48 hs. Posteriormente fueron 
centrifugados (10.000 x g, por 5 min). El pellet bacteriano fue lavado 2 veces con PBS y 
resuspendido en 700 µl TE (Tris-HCl 10mM, pH 8; EDTA 1mM). Se le adicionaron 25 µl de SDS 
(10%), luego fue mezclado y se agregaron 10 µl de proteinasa K (10 mg/ml). Seguido, se llevó a 
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baño térmico de 60°C durante 20 horas. Posteriormente, se adicionó 1 volumen de fenol 
(equilibrado en buffer TE pH 8) y luego fue llevado a rotación constante a 37°C por 20 min. El 
tubo fue centrifugado (10.000 x g, 15 min) y el sobrenadante fue pasado a otro tubo (este paso 
se repitió 2 veces). Al sobrenadante se le adicionó 700 µl de éter para extraer el fenol 
remanente y fue mezclado brevemente mediante agitación con vortex. Luego fue centrifugado 
(10.000 x 30 seg). Se observaron dos fases. Se eliminó la fase superior. Se adicionó 1 µl de 
ARNasa A (10 mg/ml)  y se incubó a 37°C por 15 min. Seguido, se adicionó acetato de sodio 3 
molar pH 7 (0,1 volumen) e isopropanol (0,6 volumen,) fue mezclado suavemente y dejado por 
10 min a temperatura ambiente. Posteriormente fue centrifugado (10.000 x g, 15 min) a 4°C, 
descartándose el sobrenadante. Luego se le adicionó 500 µl de etanol al 98% y se centrifugó a 
10.000 x g, 5 min. Se descartó el sobrenadante. Por último el ADN precipitado fue lavado con 
500 µl etanol al 70% y resuspendido con TE 1X y conservado a -20°C hasta el momento de su 
procesamiento. 
El ADN fue analizado cualitativamente y cuantitativamente mediante corrida electroforética 
en geles de agarosa al 0,8% y mediante espectrofotometría (relación 260/280 >1,8), Nanodrop 
ND-1000 (Thermo Fisher Scientific, USA).  
8. Amplificación de las secuencias nucleotídicas blanco 
8.1. PCR para la detección de género y/o especie de bacterias anaerobias estrictas  
La detección de género y/o especie fue realizada mediante la reacción en cadena de la 
polimerasa (PCR) usando iniciadores específicos descritos en la Tabla 8 (Koike & Kobayashi 
2001; Tajima et al. 2001). 
Materiales y métodos 
 
54 
 
Tabla 8. Iniciadores utilizados en la prueba de PCR para la detección de bacterias 
anaerobias del contenido del C1 de las llamas de Buenos Aires y de Jujuy. 
Nombre de la Bacteria Iniciadores (5'-3') 
T° 
hibridación 
pb Referencia 
Ruminococcus albus Fw   CCCTAAAAGCAGTCTTAGTTCG 60 176 Koyke y Kobayashi 2001 
  Rv  CCTCCTTGCGGTTAGAACA 
  
  
Ruminococcus flavefaciens Fw   GGACGATAATGACGGTACTT 60 835 Tajima et al 2001 
  Rv   GCAATCTGAACTGGGACAA 
  
  
Fibrobacter succinogenes Fw   GGTATGGGATGAGCTTGC 62 446 Tajima et al 2001 
  Rv   GCCTGCCCCTGAACTATC 
  
  
Streptococcus bovis Fw   CTAATACCGCATAACAGCAT 58 869 Tajima et al 2001 
  Rv   AGAAACTTCCTATCTCTAGG  
  
  
Butyrivibrio fibrisolvens Fw   AGCAGGGAAGAAAGACCTCG  58 160 Tajima et al 2001 
  Rv   TTTCACTTCAGACTTGATAC 
  
  
Prevotella ruminicola Fw   GGTTATCTTGAGTGAGTT 58 485 Tajima et al 2001 
  Rv   CTGATGGCAACTAAAGAA 
  
  
Selenomona ruminantium Fw  GCAATGACGGTACCCGTC 58 664 Tajima et al 2001 
  Rv   ATAACGTGCTGGCAACAAAT 
  
  
Butyrivibrio sp. Fw  CGGAGAATTTACGCTGATGAGA 61 450 Tajima et al 2001 
  Rv  TTACCGCGGCTGCTGGCAC 
  
  
Pseudobutyrivibrio sp. Fw  AATTTTCTACGATCCCTTCGGG 61 445 Tajima et al 2001 
  Rv   TTACCGCGGCTGCTGGCAC       
Iniciadores Fw (Forward), Rw (Reverse), pb (pares de bases). (Koike & Kobayashi 2001; Tajima et al. 2001). 
Se realizó la prueba de PCR mediante la utilización de la enzima GOTaq DNA Polimerasa 
(Promega USA). Para una reacción fueron mezclados: 1 µl (100 ng/ µl) de templado, 1X buffer 
ADN polimerasa (1,5 mM de MgCl2), 200 µM de cada dNTP, 100 picomoles de cada iniciador, 0,1 
µl (5U/µl)/ Taq ADN polimerasa, y llevados con agua (libre de ADN y ARN) a un volumen final de 
20 µl. 
La reacción de PCR se realizó en un termociclador programado con los siguientes tiempos y 
temperaturas de amplificación: 1 ciclo de 95°C por 5 min de denaturalización del ADN molde, 34 
ciclos de 95°C por 30 seg de denaturalización cíclica, T °C por 30 seg de hibridación (Tabla 8), 
72°C por 45 seg de extensión y finalmente a 72°C por 10 minutos para la extensión final. 
Seguido de la conservación a 16°C. (Termociclador PxE 0.2 Thermo Electron Corporation, USA) 
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8.2. PCR para la construcción de las genotecas de 16S ARNr e identificación de los 
aislamientos. 
La construcción de las genotecas de bacterias del C1 fue realizada mediante la utilización de 
iniciadores que amplifican la región 16S ARNr (Tajima et al. 1999). Este mismo procedimiento 
fue utilizado para la identificación de los aislamientos bacterianos. 
27Fw  5´AGAGTTTGATCCTGGCTCAG 3´ 
1540Rv  5´AGAAAGGAGGTGATCCAGCC 3´ 
Para una reacción fueron mezclados: 1 µl (100 ng/µl) de templado, 1X High fidelity PCR buffer 
(600 mM Tris-SO4 (pH 8,9), 180 mM de sulfato de amonio), 2mM MgSO4, 0,2mM de cada dNTP, 
100 picomoles de cada iniciador, 0,2ul (5U/µl)/ Taq ADN polimerasa (Platinum Taq DNA 
Polimerasa High fidelity, Invitrogen, USA), fueron llevados con agua (libre de ADN y ARN) a un 
volumen final de 50 µl. 
La reacción de PCR se realizó en un termociclador programado con los siguientes tiempos y 
temperaturas de amplificación: 1 ciclo a 95°C por 5 min de denaturalización del ADN molde, 20 
ciclos a 94°C por 30 seg de denaturalización cíclica, 50°C por 45 seg de hibridación, 68°C por 60 
seg y finalmente a 68°C 10 min de extensión final. Seguido de la conservación a 16°C 
(Termociclador PxE 0.2 Thermo electron Corporation, USA). 
8.3. Secuenciación del genoma de dos aislamientos  
Se secuenció parcialmente el genoma de dos aislamientos bacterianos aislados en este 
trabajo de tesis. El ADN cromosomal (5 µg en total, 500 ng/ µl ) de los aislamientos fue 
secuenciado mediante la tecnología de 454b Roche GLX Titanium (Lifesequencing, España). Los 
datos obtenidos fueron analizados mediante el análisis computacional del genoma bacteriano 
utilizando Data Merge Annotaton pipeline (DMAP) en el laboratorio de Genómica del Instituto 
de Biotecnología INTA Castelar.  
El procedimiento consistió en el ensamblado del genoma. La totalidad de las secuencias 
corregidas por calidad fueron ensambladas de novo por el software Newbler v2.3.  
Hasta el momento se analizaron parcialmente los siguientes parámetros: Tamaño del genoma, 
contenido de GC, número de contigs, número total de ORFs, función asignada GO (gen 
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ontology) y COG (Clusters of Orthologous Groups of Genes), ARN de transferencia y ARNr 
ribosomal e identificación de glicosil hidrolasas.  
8.4. PCR para la construcción de las genotecas RA, RF y FS.  
Se realizó la construcción de las genotecas RA, RF y FS, para la identificación de las 
principales bacterias celulolíticas (Ruminococcus albus, Ruminococcus flavefaciens y Fibrobacter 
succinogenes) del C1 de las llamas de Jujuy.  
Para una reacción fueron mezclados: 1 µl (100 ng/µl) de templado, 1X High fidelity PCR 
buffer, 2 mM MgSO4, 0,2 mM de cada dNTP, 100 picomoles de cada iniciador, 0,2 µl (5U/µl)/ 
Taq ADN polimerasa (Platinum Taq DNA Polimerase High fidelity, Invitrogen, USA), llevados con 
agua (libre de ADN y ARN) a un volumen final de 50 µl. 
La reacción de PCR se realizó en un termociclador programado con los siguientes tiempos y 
temperaturas de amplificación: 1 ciclo de 95°C por 5min, para la denaturalización del ADN 
molde, 30 ciclos de 94°C por 30 seg de naturalización cíclica, T°C (Tabla 8) de hibridación, 68°C 
por 45 seg de extensión y finalmente 68°C por 10 min para la extención final. Seguido de la 
conservación a 16°C (Termociclador PxE 0.2 Thermo electron Corporation, USA). 
8.5. PCR para la construcción la genoteca arquea 
Se realizó la prueba de PCR empleando iniciadores específicos para la amplificación del gen 
16S ARNr de las arqueas (iniciadores 86F y 917R) y para la amplificación del gen codificante de la 
coenzima metilo reductasa (mcrA), cuyo producto es esencial para la biosíntesis de metano 
(Tabla 9). 
Tabla 9. Iniciadores utilizados en la prueba de PCR para la detección de arqueas metanogénicas. 
Gen iniciadores (5'-3') 
T° 
hibridación 
pb Referencia 
16S ARNr 
Met86 Fw GCTCAGTAACACGTGG                                       
Met 915 Rv GTGCTCCCCCGCCAATTCCT 
58,7   800 
Wright y Pimm 2003. 
Watanabe et al 2004.  
mcrA 
mcrA Fw GGTGGTGTMGGATTCACACARTAYGCWACAGC 
mcrA Rv TTCATTGCRTAGTTWGGRTAGTT 
60   4 0 Luton et al, 2002. 
Iniciadores Fw (Forward), Rw (Reverse), pb (pares de bases). 
Para una reacción fueron mezclados: 1 µl (100ng/µl) de templado, 25 µl de Hot start taq Plus 
master mix (HotStar Taq Plus ADN polimerasa, PCR buffer con 3 mM MgCl2 y 400 µM de cada 
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dNTP), 100 picomoles de cada iniciador (4 µl), llevados con agua (libre de ADN y ARN) a un 
volumen final de 50 µl. 
La reacción de PCR se realizó en un termociclador programado con los siguientes tiempos y 
temperaturas de amplificación: 1 ciclo de 95°C por 5 min para la denaturalización del ADN 
molde. Seguido de 30 ciclos a 94°C por 30 seg de denaturalización cíclica, T° hibridación por 45 
seg (Tabla 9), 72°C por 1,5 min de extensión y finalmente a 72°C por 10 min de extensión final. 
Seguido de la conservación a 16°C (Termociclador PxE 0.2 Thermo electron Corporation, USA). 
Se utilizaron controles negativos en todas las reacciones de PCR. Los controles contenían 
todos los componentes de la reacción de PCR pero sin el ADN. 
8.6. Condiciones de la corrida electroforética 
 Los productos amplificados fueron separados mediante geles de agarosa al 0,8 y 2% según el 
tamaño de los fragmentos a analizar. La agarosa fue disuelta en buffer TAE 1X. Las muestras de 
ADN fueron sembradas en el gel previo agregado de 1/10 del volumen del sembrado de buffer 
de siembra (azul de bromofenol 0,5%, glicerol 25%). Las amplificaciones realizadas con la 
enzima Gotaq DNA polimerasa, fueron sembradas directamente ya que el buffer de la enzima 
empleada contiene las condiciones del buffer de siembra. Los geles se corrieron en TAE a 5-10 
v/cm a temperatura ambiente. Se utilizaron marcadores de peso molecular de 100 pb (cien 
Marker, Biodynamics) y 1Kb (Promega USA). Las bandas fueron teñidas con SYBR Safe 
(Invitrogen, USA) y la imagen fue registrada mediante el analizador de imágenes (Uvitec, 
Cambridge, UK). 
9. Clonado 
Aislamiento y purificación de los fragmentos de interés en geles de agarosa: Las bandas 
observadas en el gel, fueron cortadas y purificadas mediante el kit Illustra GFX PCR DNA y Gel 
Band Purification (GE Healthcare, UK), de acuerdo a las instrucciones del kit. Los productos de 
PCR purificados fueron cuantificados y analizados en el grado de pureza, empleando Nanodrop 
ND-1000 (Thermo Fisher Scientific, USA).  
Ligación: Los productos purificados fueron ligados en un vector plasmídico (PCR®4-
TOPOvector®) utilizando el kit TOPO TA Cloning (Invitrogen, USA). Posteriormente fueron 
transfectadas Escherichia coli competentes (TOP10 E. coli) según las instrucciones del kit. Para 
Materiales y métodos 
 
58 
 
cada caso, las células junto al ADN plasmídico se incubaron durante 30 min en hielo previo al 
choque térmico de 2 min a 42°C. Luego se repitió la incubación en hielo por 5 min. Seguido, se 
agregaron 150 µl de medio SOC (BRL- Bethesda) y las bacterias fueron recuperadas durante una 
incubación a 37°C por 1 hora con agitación por inversión. Posteriormente las E. coli 
transformadas fueron sembradas en medio de cultivo sólido Luria-Bertoni (LB), suplementado 
con ampicilina (100 µg /ml), a 37 °C por 16 hs. Luego del desarrollo, se realizó la selección de los 
clones resistentes a la ampicilina.  
Extracción de ADN Plasmídico: La extracción y purificación del ADN fue realizada con el kit 
illustra plasmid Prep Mini Spin (GE Healthcare, UK), según las indicaciones del fabricante. 
Secuenciación: Los clones fueron seleccionados al azar y amplificados por PCR. Los clones de 
las genotecas BA, JU y de los aislamientos fueron secuenciados utilizando los iniciadores M13Fw 
(5’ GTAAAACGACGGCCAG 3’) y M13Rv (5’CAGGAAACAGCTATGAC 3’). Mientras que los clones 
de las genotecas RA, RF, FS, arquea y mrcA fueron secuenciados utilizando iniciadores 
específicos descritos en la Tabla 8 y Tabla 9. Los productos fueron secuenciados en la Unidad de 
Genómica del Instituto de Biotecnologia (INTA Castelar) utilizando la tecnología ABI 3500XL 
Genetic Analyser (Applied Biosystems) que utiliza Big Dye Terminator 3. 
Edición: Las secuencias fueron editadas manualmente mediante el programa CHROMAS Lite.  
10. Análisis de las secuencias 
Las secuencias obtenidas fueron analizadas mediante el programa Decipher  
(http://decipher.cee.wisc.edu/FindChimeras.html), en búsqueda de quimeras, las que fueron 
removidas para futuros análisis. Las secuencias fueron comparadas con secuencias depositadas 
disponibles en la base de datos GenBank del National Center for Biotechnology Information, 
(NCBI BLASTN) (Altschul et al., 1990) y clasificadas mediante RDP (ribosomal database Project) 
(http://rdp.cme.msu.edu/) (Cole et al. 2003; Cole et al. 2009; Cole et al. 2014). Se estimaron las 
distancias evolutivas entre secuencias, mediante el uso del programa www.phylogeny.fr 
(Dereeper et al. 2008). Para la realización del análisis filogenético, las secuencias fueron 
alineadas mediante MUSCLE (3.7), la curación realizada por GBlocks (0.91b). Las relaciones 
filogenéticas fueron inferidas mediante la construcción de un árbol filogenético utilizando 
Maximun likelihood (PhyML 3.0), que fue construido utilizando las secuencias obtenidas de las 
Materiales y métodos 
 
59 
 
genotecas y las secuencias de los aislamientos relacionados. El número de re-muestreos 
(bootstraps) fue de 500.  
11. Análisis de la diversidad  
Con el propósito de determinar la cobertura de las genotecas se realizaron curvas de 
rarefacción, que evidencian el esfuerzo realizado en el muestreo y el número de OTUs  
observados. Fueron calculados los índices de riqueza (Chao y Ace) y diversidad (Shannon y 
Simpson) (Chao 1984; Chao & T-J 2003) mediante el programa MOTHUR (Schloss et al. 2009). 
Para evidenciar si existen diferencias entre dos poblaciones se utilizó el algoritmo LIBSHOUT.  
Los valores de referencia empleados para determinar la similitud de las secuencias de las 
genotecas de Buenos Aires y Jujuy fueron los siguientes: 0,03 (97%), 0,05 (95%), 0,13 (87%) y 
0,20 (80%) los cuales son considerados para diferenciar secuencias a nivel de especie, género, 
familia/clase y filum. (Sait et al. 2002; Schloss & Handelsman 2004).  
Los valores de referencia empleados para determinar la similitud de las secuencias de las 
genotecas RA, RF, FS y las genotecas arquea y mrcA fueron de 0,02 (98%) y 0,05 (95%) para 
diferenciar secuencias a nivel de especie y género. 
12. Recuento e identificación de protozoos 
12.1. Toma de muestra 
Las muestras del C1 fueron filtradas con gasa doble. Luego fueron mezcladas en partes 
iguales con solución de formol al 20%.  Para la identificación de género y especie las muestras 
fueron coloreadas a igual volumen con verde de metilo, que colorea el macronúcleo o 
coloreadas con lugol para observar las placas esqueléticas (Dehority, B A. 2003). Las muestras 
fueron procesadas por triplicado.  
12.2. Concentración de protozoos 
 La concentración de protozoos se realizó mediante el conteo en el microscopio. A 1 ml de la 
muestra coloreada con verde de metilo, se le adicionó 9 ml de una solución de glicerol al 30% 
(para evitar la rápida sedimentación de los protozoos). Posteriormente 1 ml de esta mezcla fue 
llevado a la cámara de Sedgewick – Rafter. La concentración de protozoos del contenido de C1 
fue realizada mediante la siguiente formula: 
Concentración de protozoos/ml = No. en 50 campos x 1000/12,5 x dilución. 
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Dónde: 
Volumen de la celda: 20 mm x 50 mm x 1mm = 1000 mm3 
Volumen de 50 campos= 0,5mm x 0,5 mm x 1 mm x 50 = 12,5 mm3  
El análisis estadístico fue realizado mediante la prueba de t-student. 
12.3. Identificación de Protozoos  
La identificación de protozoos fue realizada mediante la observación en el microscopio con 
los objetivos de 40X y 100X. Se tomó en consideración los siguientes parámetros: el tamaño del 
protozoo, presencia y disposición de cilios, tamaño, forma, disposición del macronúcleo, 
presencia de placas esqueléticas, presencia y número de espinas caudales, presencia y 
disposición de vacuolas, forma del esófago. Algunas de las características más importantes se 
encuentran descriptas en la Tabla 10. 
Tabla 10. Características de los protozoos anaerobios estrictos. 
Género cilio dorsal 
placas 
esqueléticas 
Macronúcleo Largo (µm) ancho (µm) Opérculo Vacuolas 
espinas 
caudales 
Entodinium 0 0 V 22-95 nov-68 N 1 0-6 
Parentodinium 0 0 C 26-39 14-21 N 1 0 
Diplodinium 1 0 B 55-210 41-136 W 2 0-6 
Eudiplodinium 1 1 angosta H 105-198 56-120 
 
2 0 
Ostracodinium 1 1 amplia V 58-133 36-54 V 2 0-2 
Metadinium 1 2 angosta R 110-288 61-165 S 2 0 
Enoploplastron 1 3 angosta* E 60-140 32-90 S 2 0 
Elytroplastron 1 4 angosta E 110-160 67-97 W 4 0 
Polyplastron 1 5 angosta R 123-205 98-123 L 7 0 
Epiplastron 1 5 variable E 90-140 41-60 W 2 0 
Epidinium 1 3 variable E 105-150 44-72 S 0-5 0-5 
Opisthotrichum 1 1 cilindrica E 60-80 21-28 
 
2 1 
Caloscolex 1 1 compleja E 130-160 73-90   7 0-5 
Morfología: V (variable), R (forma de vara), B (forma curvada), H (forma de gancho), C (circular), E (elongado), N (ninguno), S 
(pequeño), W (ancho), L (largo) (Rusell 2002).
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RESULTADOS 
13. Parámetros del ambiente del C1 
13.1. Concentración de bacterias anaerobias 
Las poblaciones bacterianas presentes en el C1 de las llamas al igual que en los rumiantes, 
representan la mayor población de microorganismos presentes en el rumen, con una alta 
diversidad genética y una gran variedad de funciones metabólicas que son significativamente 
importantes para entender la nutrición del animal. La densidad y diversidad de estas bacterias, 
pueden explicar parcialmente la supervivencia de estos animales que se alimentan con pasturas 
fibrosas de baja calidad nutricional. En la actualidad, no existen datos disponibles sobre valores 
de concentración de bacterias del C1 en llamas, a diferencia de otras especies animales, donde 
fueron realizados mayor número de investigaciones. Las referencias de cuantificación 
bacteriana provienen mayormente de conteos de bacterias viables mediante la técnica de roll 
tube que permite contar unidades formadoras de colonias (UFC) y mediante la técnica del 
número más probable (NMP). 
Con el objetivo de evaluar la composición de las bacterias anaerobias, se procedió 
primeramente a la cuantificación las bacterias totales, celulolíticas y amilolíticas presentes en el 
C1 de llamas localizadas en Buenos Aires y de la localidad de Cieneguillas en la provincia de 
Jujuy, alimentadas principalmente con heno de alfalfa y Festuca argentinensis, respectivamente. 
En la Tabla 11 se encuentran los valores de las concentraciones bacterianas de cada llama, 
además se observa el promedio de cada grupo de llamas y el error estándar (EE). Los resultados 
revelan que existen diferencias significativas  (P < 0,05) en todas las poblaciones bacterianas de 
ambos grupos de llamas. 
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Tabla 11. Concentraciones bacterianas en el contenido del C1 de las llamas 
deBuenos Aires y de Jujuy. 
  Buenos Aires Jujuy 
Llama N 1 2 3 4 5 promedio 1 2 3 promedio 
N de bacterias totales x 108/ml 2,5 0,33 3,3 0,9 0,95 1,6 ± 0,56 6 4,8 11,8 7,5 ± 2,16 
N de bacterias celulíticas x 107/ml 0,055 0,023 0,23 0,015 0,024 0,07 ± 0,04 120 270 120 170 ±50 
N de bacterias amiloliticas x 107/ml 0,47 0,12 0,23 1,5 0,21 0,5 ± 0,25 63,8 1,4 42 35,7 ± 18,28 
CBAT (concentración de bacterias anaerobias totales mediante el método roll tube), CBC (concentración de 
bacterias celulolíticas, mediante NMP), CBA (concentración de bacterias amilolíticas mediante NMP). UFC 
(unidades formadoras de colonias), NMP (número más probable). Valor promedio ± EE. 
Las muestras del C1 de las llamas de Jujuy, presentaron mayor número de bacterias CBAT 
(concentración de bacterias anaerobias totales), CBC (concentración de bacterias celulolíticas), 
CBA (concentración de bacterias amilolíticas) que las llamas de Buenos Aires. Estos resultados 
podrían explicar por qué las llamas de Jujuy necesitarían mayor número de bacterias anaerobias 
que fermenten el forraje nativo y fibroso de baja calidad nutricional que consumen diariamente 
en las zonas alto andinas. 
 Los resultados de este trabajo de tesis, revelan que el tipo de forraje utilizado en la 
alimentación de los animales ocasiona diferencias en los valores de concentración de las 
bacterias. Sobre todo de las bacterias que están implicadas en la digestión de la celulosa.  
13.2. Determinación de pH y de ácidos grasos volátiles 
La cuantificación de pH y de AGV, son parámetros utilizados para evaluar las variaciones del 
ambiente ruminal debido a cambios en las dietas. En este trabajo de tesis no se compararon 
dietas en el mismo grupo de animales debido a que fueron utilizadas llamas de dos zonas 
geográficamente distintas que se alimentaban de dos forrajes distintos. Las llamas de Jujuy se 
alimentan principalmente con un forrajes nativo Festuca argentinensis, mientras que las llamas 
de Buenos Aires fueron alimentadas con heno de alfalfa. Si bien, en el trabajo de tesis no se 
evaluaron cambios en las dietas en el mismo grupo de llamas, fue necesario cuantificar los 
niveles de pH y de AGV en cada grupo de llamas para mostrar las diferencias entre estos dos 
grupos debido al tipo de alimentación de cada lugar.  
Los valores de pH del contenido del C1 de las llamas de Buenos Aires fueron de 6,72 a 7,3, 
mientras que los valores de las llamas procedentes de Jujuy fueron de 5,96 a 7,04. Debe tenerse 
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en cuenta que se tomó las muestras más representativas de las tres primeras llamas de Jujuy, 
debido a que estas fueron tomadas posterior al sacrificio, mientras que las muestras obtenidas 
con sonda oro esofágica fueron de menor volumen. Los valores obtenidos muestran que estos 
animales tienden a mantener el pH en neutro, debido a que los CSA están provistos de un 
mecanismo que trata de mantener el pH en niveles óptimos para que las bacterias anaerobias 
existentes en el estómago puedan digerir el forraje ingerido. 
La determinación de los AGV mediante cromatografía gaseosa muestra una clara relación 
inversa con la concentración de AGV totales, las muestras con menor pH tienen mayor 
concentración de AGV. En la Tabla 12, se muestra que los valores de AGV total de las llamas de 
Jujuy fueron mayores que las llamas de Buenos Aires, siendo los AGV más representativos 
fueron acético, propiónico y butírico en los dos grupos de llamas. Las pruebas estadísticas 
indican que no hubo diferencia significativa entre ambos grupos respecto a los valores de AGV 
totales. Sólo hubo diferencia significativa entre ambos grupos de llamas en relación al ácido 
acético, isobutírico e isovalérico. La relación acético/propiónico (A/P) es un parámetro utilizado 
para evidenciar si la ración aportada a los rumiantes tiene alta cantidad de granos o 
concentrados, que se evidencia por el incremento de ácido propiónico. Los valores de A/P 
considerados aceptables fluctúan alrededor de 3:1. Si el ácido propiónico se incrementa la 
relación acético/propiónico disminuye, lo que es indeseable para el animal y por lo tanto para la 
producción. La relación acético/propiónico en este trabajo de tesis fue en promedio de 3,226 ± 
0,47 para las llamas de Buenos Aires y de 3,226 ± 0,346 para las llamas de Jujuy, estos valores 
son adecuados para una buena fermentación del alimento sobre todo por las bacterias 
fibrolíticas. Es importante recordar que los AGV son los productos del metabolismo de los 
microrganismos ruminales, los cuales son utilizados por los animales como provisión de energía 
para su mantenimiento y producción. 
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Tabla 12. Valores de pH y AGV totales e individuales del C1 de las llamas de Buenos 
Aires y Jujuy. 
  Buenos Aires Jujuy 
 
1 2 3 4 5 1 2 3 6 7 
AGV total 
mM 
66,7 99,5 88,25 76,5 88,3 122 133 130 75,5 61,75 
AGV, Mol %   
   
    
   
  
Acético 61,55 60,89 59,5 61,56 56,25 66,54 64,58 64,88 62,13 61,24 
Propiónico 17,15 18,07 17,6 16,85 23,4 19,36 23,01 22,48 17,81 17,38 
Isobutírico 4,57 5,02 5,9 5,52 2,8 1,89 0,7 0,6 3,47 4,28 
Butírico 9,34 9,66 9,9 10,08 11,66 9,3 9,29 9,27 10,19 9,86 
isovalérico 5,05 4,73 5,3 4,59 3,97 1,56 1,32 1,23 3,38 4,97 
Valérico 1,9 1,63 1,8 1,4 1,92 1,05 0,99 1,05 1,72 1,8 
Caproico 0,44 
   
  0,3 0,11 0,49 1,3 0,47 
Rel A/P 3,58 3,37 3,38 3,4 2,4 3,43 2,8 2,9 3,48 3,52 
pH 6,84 7,3 6,72 7,04 6,84 6,11 5,96 6,04 6,8 7,04 
Jujuy 1, 2 y 3 (muestras tomadas directamente del C1 de llamas sacrificadas) 6 y 7 (muestras tomadas mediante 
sonda oro esofágica), mM (mili molar). Rel A/P: relación acético /propiónico. 
13.3. Determinación de amoníaco del C1 
La determinación de amoníaco es uno de los parámetros a considerar cuando se comparan 
dietas en rumiantes domésticos que tienen fístula ruminal. Si bien, lo habitual es realizar la 
cinética de amoníaco, en este trabajo de tesis sólo se mostrará un solo valor registrado por 
animal, debido a la única oportunidad en la que fueron muestreadas las llamas mediante sondas 
oro esofágicas. 
El metabolismo microbiano, tienen como función incorporar los aminoácidos para la síntesis 
de proteína o desaminados para formar amoníaco ruminal. La elección entre la síntesis y 
desaminación para la bacteria es dependiente del momento y la cantidad de energía disponible 
para el crecimiento e incorporación de los aminoácidos. Cuando no hay energía disponible, la 
desaminación es el mecanismo de elección para la utilización del amoníaco ruminal.  
La concentración de amoníaco obtenido a partir del contenido del C1 de las llamas de Buenos 
Aires y Jujuy se observa en la Tabla 13. Las muestras de las llamas de Jujuy presentaron en 
promedio concentraciones mayores de N-NH3, que las muestras de las llamas de Buenos Aires  
Figura 14. Si bien, no existen diferencias significativas entre estos dos grupos de llamas (p > 
0,05), las concentraciones reportados de N-NH3 fueron similares a los valores reportados a 
partir de otras especies, tales como bovinos que tienen una ración compuesta por forraje con 
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suplemento energético proteico, como por ejemplo semilla de algodón (Koza et al. 2003). En los 
novillos un bajo nivel de N-NH3 está asociado a un bajo nivel de proteína cruda en la ración 
alimenticia o a la presencia de taninos (Hess et al. 1992). Considerando el aporte proteico de la 
ingesta, las llamas presentaron valores mayores a los obtenidos a partir de otros animales que 
consumieron mayores porcentajes de proteínas.  
Tabla 13. Concentración de amoníaco en el C1 en las llamas de Buenos Aires y de 
Jujuy. 
Identificación Procedencia 
N-NH
3 
mg/100ml 
1 Buenos Aires 11,68 
2 Buenos Aires 21,8 
3 Buenos Aires 17,7 
4 Buenos Aires 18,95 
5 Buenos Aires 24,4 
6 Buenos Aires 23,1 
4 Jujuy 25,4 
5 Jujuy 20,7 
6 Jujuy 23,8 
7 Jujuy 18,9 
 
 
Figura 14 . Concentración promedio de amoníaco en C1 de las llamas de Buenos Aires  y Jujuy. 
14. Aislamiento bacteriano 
Al igual que en el rumen de los rumiantes, las poblaciones bacterianas anaerobias que 
habitan el contenido del C1 de llama, representarían un ecosistema natural con  una alta 
diversidad genética con una gran variedad de funciones metabólicas que son significativamente 
17
18
19
20
21
22
23
Buenos Aires Jujuy
N
-N
H
3
 m
g/
10
0m
l 
Resultados 
 
66 
 
importantes degradar el forraje consumido. Si bien, los cultivos de bacterias anaerobias 
estrictas del contenido ruminal se iniciaron hace más de 50 años (Hungate 1950; Bryant 1972), 
no existen reportes de bacterias anaerobias aisladas del contenido del C1 de la llama, salvo los 
datos derivados de esta tesis. Con el fin de caracterizar fenotípica y molecularmente los 
aislamientos a partir del C1 de llama se realizó la técnica de roll tube (Hungate et al. 1966) en 
condiciones de anaerobiosis. Se realizaron dos estrategias: La primera fue realizar diluciones 
sucesivas del contenido del C1 hasta la dilución 10-8, luego las diluciones 10-7 y 10-8 fueron 
sembradas en tubos con el medio RGCSA* para la técnica roll tube. Para la segunda estrategia se 
sembró el contenido del C1 en un tubo con papel filtro y celobiosa, para favorecer el 
crecimiento de bacterias celulolíticas. A los  tubos que presentaban degradación del papel de 
filtro se les realizó diluciones sucesivas hasta la 10-5 y 10-6 de la misma manera que la primera 
estrategia y luego se realizó la técnica del roll tube.  
En este trabajo de tesis se obtuvieron 100 aislamientos bacterianos de las llamas de Buenos 
Aires y Jujuy.  Estos aislamientos crecieron en las paredes de los tubos conteniendo el medio 
RGCSA*, luego fueron repicados a tubos conteniendo el mismo medio de cultivo mediante 
siembra por inmersión, siempre bajo flujo de CO2. De estos aislamientos, solo 28 (15 
procedentes de las llamas de Buenos Aires y 13 procedentes de las llamas de Jujuy) 
corresponden a bacterias anaerobias estrictas que fueron viables en cultivos sucesivos, las otras 
bacterias aisladas restantes fueron caracterizadas como bacterias aerobias, facultativas y no 
crecieron en cultivos sucesivos (Figura 16) o fueron aislamientos anaerobios pero no 
presentaban continuo desarrollo en el laboratorio. Todos los aislamientos fueron de la primera 
estrategia. De los aislamientos anaerobios estrictos, se seleccionaron cinco aislamientos de las 
llamas de Buenos Aires (Inlla 2, 4, 6, 14, 15) y seis aislamientos de las llamas de Jujuy  (Inlla 3, 
16, 18, 19, 20, 21), los cuales crecieron en cultivos sucesivos para ser caracterizados 
fenotípicamente así como también mediante secuenciación de la región 16S ARNr. Los patrones 
de identificación fenotípica y utilización de sustratos de cada uno de los aislamientos se 
encuentran descritos en la Tabla 14 y figuras 15-19. 
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Tabla 14. Características fenotípicas y fermentación de los sustratos de los aislamientos bacterianos del C1 del estómago 
de las llamas. 
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Inlla2 BA bacilar Si  No - - +  N-Bu + + + + + + - 
Inlla 4 BA bacilar Si  No - - -  N-Bu + + + + + + - 
Inlla6 BA bacilar Si (débil) No - - + N-Bu + + + + + - - 
Inlla14 BA bacilar No No - - - N-Bu - + - + d+ + - 
Inlla15 BA bacilar Si  No - - - N-Bu + + + + d+ + - 
Inlla 3 JU bacilar Si  No - - -  N-Bu + + + - d+ d+ - 
Inlla16 JU bacilar No No - - -  N-Bu + + + + d+ - - 
Inlla18 JU bacilar Si  No - - + N-Bu + + + + + + - 
Inlla19 JU bacilar Si  No - - - N-Bu + + + + + + - 
Inlla20 JU bacilar Si (débil) No - - - N-Bu + + + + + + - 
Inlla21 JU bacilar Si  No - - - N-Bu + + + + + - - 
+ (positivo), - (negativo), AGV (ácidos grasos volátiles), N-Bu (N-butírico), Ac (ácido acético), d+ (débilmente positivo). 
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La morfología de las colonias observadas en las paredes de los roll tube fue del tipo 
elipsoidal, circular incompleto, circular con acentuación en el centro y circular de bordes 
rugosos (Figura 15). En laTabla 14 se muestra que todos los aislamientos bacterianos tienen 
morfología bacilar, ligeramente curvos y la mayoría de ellos son mótiles, como puede 
observarse en la Figura 19 A. Además en la  Figura 17, se evidencia el flagelo en los aislamientos 
Inlla 3 e Inlla 4 tomada mediante microscopía electrónica de transmisión. Ninguno de los 
aislamientos presentó espora. Todos los aislamientos fueron Gram negativas (Figura 16). Las 
bacterias coloreadas a partir de agar, miden aproximadamente 2 a 3 µm de largo y de 0,3 a 0,8 
de ancho (Figura 16). Cuando son repicadas a caldo, en algunas ocasiones tienden a observarse 
alargadas y formando cadenas (Figura 16). Tres de los aislamientos fueron productores de gas. 
El producto de la fermentación a partir de glucosa fue principalmente ácido butírico, con 
concentraciones de 19 a 24 mM, excepto la cepa Inlla 4 que tuvo como productos principales de 
la fermentación ácido acético (19mM) y butírico (15mM).  
 
Figura 15. Colonias aisladas a partir de roll tube. Se observan las colonias adheridas al tubo con medio RGCSA*. A 
(típica morfología de las colonias de las bacterias aisladas de este trabajo).
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Figura 16. Coloración de Gram de las bacterias aisladas a partir de C1. En la parte superior se observa la típica 
morfología de los aislamientos de este trabajo de tesis (2 a 3 µm de largo y de 0,3 a 0,8 de ancho), A (Coloración 
Gram negativa a partir de medio sólido RGCSA*, B y C (Coloración Gram negativa a partir de medio de cultivo 
líquido). En la parte inferior se observan la morfología de las bacterias que no pudieron mantenerse en cultivos 
sucesivos o que se encuentran en cultivos mixtos. 
 
Figura 17. Microscopía electrónica de transmisión (Jeol 1200 EX2, Japón), A (típica forma bacilar curva de los 
aislamientos). Las flechas señalan los flagelos. 
En esta misma tabla se muestra que los aislamientos de las llamas de Buenos Aires y de Jujuy  
pudieron fermentar la mayoría de los carbohidratos, pero todos los aislamientos coinciden en la 
no utilización la celulosa (Figura 18 A, tubo 2). Debido a que los aislamientos Inlla 2, 4, 15, 18, 19 
y 20, fermentaron todos los carbohidratos utilizados excepto celulosa, según los resultados de 
esta tabla, estos aislamientos podrían ser clasificados dentro del mismo grupo. Los aislamientos 
Inlla 6, 16 y 21 fermentaron glucosa, maltosa, celobiosa, xilano y pectina, podrían ser 
clasificados dentro de otro grupo. El aislamiento 3 fermentó todos los carbohidratos, aunque 
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débilmente pectina y almidón, y no pudo fermentar el xilano y celulosa. El aislamiento 14 no 
pudo fermentar glucosa, celobiosa y celulosa. Los resultados preliminares de este estudio 
respecto a morfología, motilidad, presencia de espora, coloración Gram y aerotolerancia, 
indican que estamos ante un grupo de bacterias que podrían pertenecer a los géneros 
Butyrivibrio, Pseudobutyrivibrio, Selenomonas, Megasphaera o Prevotella, las cuales son 
bacterias anaerobias estrictas que fueron descriptas a partir del compartimento ruminal de 
otras especies animales.  
Los aislamientos produjeron ácido butírico, como principal producto de la fermentación, 
siendo este resultado muy importante porque disminuyó el rango de posibles géneros a los que 
corresponderían estos aislamientos; debido a que las bacterias reportadas como productoras de 
ácido butírico pertenecen a los géneros Butyrivibrio, Selenomonas, Eubacterium, Megasphaera y 
Clostridium.  
Los géneros Selenomonas, Eubacterium, Megasphaera y Clostridium, presentan distinta 
morfología a los aislamientos observados mediante la coloración Gram. Megasphaera y 
Eubacterium no presentan motilidad y solo el Clostridium longisporum tiene motilidad pero 
presenta espora, por lo que fueron descartadas en la caracterización. Se descartaría además la 
presencia de bacterias principalmente celulolíticas, tales como Fibrobacter succinógenes, 
Ruminococcus albus y Ruminococcus flavefaciens, debido a que no utilizaron el papel de 
celulosa. Además, ninguna de las tres especies produce ácido butírico como principal producto 
de la fermentación de los carbohidratos. El análisis de esta tabla solo permite evidenciar la 
similitud o diferencia fenotípica y la capacidad de fermentación; pero debido a que la 
producción principal es el ácido butírico y que además ninguno de los aislamientos fermentó la 
celulosa, estos aislamientos estarían relacionados con el género Butirivibrio. Este género es el 
mayor productor de este ácido. 
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Figura 18. A: Prueba de celulosa: 1 (momento de siembra), 2 (se observa crecimiento bacteriano que no degrada 
el papel filtro, 3 (se observa la degradación de papel filtro). B: Producción de gas en el medio RGCSA* Sin 
producción de gas (-), con producción de gas (+). 
 
Figura 19. A: Prueba de motilidad: + (positiva), d+ (débilmente positivo), - (negativo). B: Prueba de hidrolisis del 
almidón: + (positiva), - (negativa). 
14.1. Secuenciación del gen 16S ARNr de los aislamientos 
Debido a la dificultad de identificar a los aislamientos obtenidos mediante las técnicas 
tradicionales, se propone amplificar y secuenciar el gen 16S ARNr para su clasificación. Se 
realizó la extracción de ADN, la prueba de PCR, clonado y secuenciación de los productos 
amplificados. Las secuencias analizadas tienen entre 1430-1506 pb. La similitud de las 
secuencias del gen 16S ARNr de los aislamientos obtenidos fueron relacionados con secuencias 
depositadas en el GenBank  (Tabla 15). Además se realizó la clasificación taxonómica mediante 
el programa Classifier RDP Naive Bayesian ARNr Classifier Version 2.5. Los resultados de este 
programa muestran que todos los aislamientos bacterianos de este trabajo pertenecen al Filum 
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Firmicutes (100%), orden Clostridia (100%) clase Clostridiales (100%) y a la familia 
Lachnospiraceae (100%). Según los resultados de este programa tomando como parámetro el 
género al 100%; los aislamientos Inlla 2, 3, 6, 15 y 20 pertenecen al género Pseudobutyrivibrio y 
los aislamientos Inlla 4, 14, 16, 18, 19 y 21 pertenecen al género Butyrivibrio (Tabla 15). Todos 
los aislamientos presentan similitud con secuencias de aislamientos depositados en GenBank. 
Los aislamientos Inlla 2, Inlla 4, Inlla 18 e Inlla 19 tienen 98-99% de similitud con aislamientos de 
Butyrivibrio spp. y Pseudobutyrivibrio spp. que fueron aislados de rumen bovino. Los 
aislamientos Inlla 3, inlla 4, Inlla 6 e Inlla 20 tienen 96-99% de similitud con aislamientos de los 
mismos géneros procedentes de pre estómago de dromedario. Los aislamientos Inlla 15, Inlla 16 
e Inlla 21 tienen 96-98% de similitud con aislamientos de los mismos géneros procedentes de 
pre estómago de dromedario, rumen bovino o rumen de oveja. 
Tabla 15. Similitud de las secuencias del gen 16S ARNr de los aislamientos con 
secuencias relacionadas mediante análisis por BLASTN.  
Identificación  
(N°GenBank) 
Origen 
Bases 
secuenciadas 
Aislamiento relacionado                      
%      
similitud  
N° GenBank      
Inlla 2 
(KF607060) 
BA 1430 
Pseudobutyrivibrio 
ruminis 
97 AY178843 
Inlla 4 
(JN642600)   
BA 1506 Butyrivibrio sp 96 AY699275 
Inlla 6 
(KF607059) 
BA 1434 
Pseudobutyrivibrio 
ruminis  
97 AY699284 
Inlla 14 
(KC904268) 
BA 1450 
Butyrivibrio 
proteoclasticus 
Butyrivibrio fibrisolvens  
98               
98 
NR_102893 
EF427364 
Inlla 15 
(KF607061) 
BA 1431 
Pseudobutyrivibrio 
ruminis 
Pseudobutyrivibrio 
ruminis  
97                
97 
AY699284 
AY178841 
Inlla 16 
(KC904269) 
JU 1445 
Butyrivibrio hungatei       
Butyrivibrio fibrisolvens 
96               
96 
GU121459 
AY699273 
Inlla 3 
(JN662465) 
JU 1492 
Pseudobutyrivibrio 
ruminis 
99 AY699285 
Inlla 18 
(KC904270) 
JU 1444 
Butyrivibrio hungatei       
Butyrivibrio fibrisolvens  
99               
99 
GU121459 
X89972 
Inlla 19 JU 1447 
Butyrivibrio hungatei       
Butyrivibrio fibrisolvens  
99               
99 
GU121459 
X89972 
Inlla 20 
(KF706062) 
JU 1437 
Pseudobutyrivibrio 
ruminis 
97 AY699284 
Inlla 21 
(KC904271) 
JU 1445 
Butyrivibrio fibrisolvens 
Butyrivibrio hungatei 
98 
AY699273 
GU324403 
BA (Buenos Aires), JU (Jujuy) 
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Con el objetivo de establecer las relaciones filogenéticas de las secuencias del gen 16S ARNr 
de los aislamientos con secuencias relacionadas, fue construido el árbol filogenético (Figura 20), 
mediante el programa www.phylogeny.fr. Se utilizaron las secuencias obtenidas de los 11 
aislamientos de este estudio, más algunas secuencias de aislamientos citados en la Tabla 15 y 
secuencias de distintos aislamientos de referencia. El árbol muestra dos grupos bien 
diferenciados, el grupo superior corresponde al género Pseudobutyrivibrio y el grupo inferior 
corresponde al grupo Butyrivibrio. Se observa un agrupamiento de los aislamientos 
conformados por Inlla 2, 15, 6, 20 que se encuentran relacionados a Pseudobutyrivibrio ruminis. 
Este grupo evidentemente pertenece al género Pseudobutyrivibrio, pero estos aislamientos 
podrían representar una o más especies debido a que no cumplen el patrón fenotípico de las 
dos especies reportadas hasta el momento. El aislamiento Inlla 4 se encuentra relacionado al 
género Butyrivibrio, pero podría representar una nueva especie de éste género, debido a que la 
similitud con especies relacionadas es menor del 96%. La secuencia del aislamiento Inlla 3 tiene 
99% de similitud con la secuencia 16S ARNr del aislamiento Pseudobutyrivibrio ruminis L4 (Tabla 
15), proveniente de pre estómago de dromedario de Australia.  
 El aislamiento Inlla 16 se encuentra relacionado a Butyrivibrio fibrisolvens, por lo que 
pertenecería a una nueva cepa de esta especie. El aislamiento Inlla 14 se encuentra relacionado 
a Butyrivibrio fibrisolvens y Butyrivibrio proteoclasticus, por lo que podría pertenecer a una 
nueva cepa de estas especies. El aislamiento Inlla 21 se encuentra relacionado a Butyrivibrio 
fibrisolvens y Butyrivibrio hungatei.  
Los aislamientos Inlla 18 e Inlla 19 se encuentran filogenéticamente muy relacionados 
(similitud de 99% entre ambas). Sus secuencias tienen 99% de similitud con la secuencia 16S 
ARNr del aislamiento Butyrivibrio hungatei cepa JK614,  proveniente de rumen bovino de Nueva 
Zelanda y con Butyrivibrio fibrisolvens (Tabla 15), por lo que estos aislamientos fueron 
designados como Butyrivibrio fibrisolvens, debido a la no utilización del almidón, que si es 
utilizada por B. hungatei. Los restantes aislamientos de este trabajo tienen 99% de similitud con 
secuencias de bacterias reportadas como aún no cultivadas en el laboratorio, o menores a 98% 
de similitud con aislamientos de Butyrivibrio fibrosolvens que provienen de muestras de rumen 
o tracto gastrointestinal de rumiantes de Japón, USA y China. 
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Figura 20. Árbol filogenético de las secuencias de 16S ARNr de los aislamientos bacterianos obtenidos en este estudio 
relacionados a aislamientos de distintas especies del género Butyrivibrio y Pseudobutyrivibrio. Fue construido utilizando 
Maximun likelihood. Clostridium longisporum fue usado como grupo externo. Los números de acceso al GenBank se encuentran 
junto los nombres de los aislamientos. Valores de bootstrap menores a 50% no son indicados. La escala de bar representa 0,2 
substituciones por una posición de nucleótido.  
14.2. Curvas de crecimiento bacteriano 
Las curvas de crecimiento fueron realizadas con la finalidad de mostrar si existe variación en 
el tiempo de crecimiento de los aislamientos. Para ello los aislamientos fueron sembrados en el 
medio líquido conteniendo glucosa a 37°C. Los aislamientos fueron separados en dos grupos por 
el género al que pertenecen y se realizaron las curvas de crecimiento en fechas distintas. Como 
puede observarse (Figura 21), ambos géneros mostraron niveles similares de crecimiento, 
siendo la fase exponencial de crecimiento de 9 a 26 horas para los aislamientos Butyrivibrio spp. 
y de 7 a 26 horas para los aislamientos de Pseudobutyrivibrio spp., indicando que ambos 
géneros son afines además de las otras características previamente mencionadas. 
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Figura 21.  Curva de crecimiento los aislamientos de Butyrivibrio spp. (A) y Pseudobutyrivibrio spp. (B) Ambos géneros fueron 
crecidos en medio de cultivo líquido con glucosa a 37°C. Para cada aislamiento se graficaron los valores de las lecturas de la 
densidad óptica (DO) medidos a intervalos de tiempo expresados en horas de cultivo.  
14.3. Secuenciación parcial de los genomas de los aislamientos Inlla3 e Inlla4  
Los aislamientos Pseudobutyrivibrio ruminis (Inlla 3) aislado de una llama de Jujuy y 
Butirivibrio sp. (Inlla 4) aislado de una llama de Buenos Aires, fueron seleccionados para ser 
secuenciados. Estas bacterias anaerobias que pertenecen al filum Firmicutes, cumplen un 
importante rol en la degradación del forraje de la dieta. Las características principales de estas 
bacterias se encuentran en la Tabla 16, donde se muestra que estas cepas utilizan una variedad 
de sustratos, siendo el principal producto de la fermentación el ácido butirico. Si bien la mayoría 
de las especies del género Butyrivibrio y Pseudobutyrivbrio no tienen actividades celulolíticas, 
estas bacterias participan activamente junto a las bacterias celulolíticas para degradar la fibra 
en el rumen de los animales.  
Se realizó el análisis preliminar de las secuencias obtenidas para la identificación de regiones 
codificantes (Tabla 17). Se identificaron genes que codifican para enzimas involucradas en la 
degradación de polisacáridos complejos tales como glicosil hidrolasas, en actividades catalíticas, 
de unión a sustrato, en actividades de transporte, transductor y regulador de la transcripción. 
Además se identificaron genes que presentan funciones biológicas con homología en procesos 
celulares y metabólicos principalmente. Como estos resultados son preliminares, los datos que 
se obtendrán de la secuenciación completa de estos genomas permitirán predecir las funciones 
de estas bacterias y por lo tanto contribuir en la comprensión del rol que cumplen en el 
ecosistema de C1 de la llama. 
 
Resultados 
 
76 
 
Tabla 16: Características de los aislamientos Inlla 3 e Inlla 4. 
Características Pseudobutyrivibrio ruminis   Butirivibrio sp.  
Clasificación 
 
  
Dominio Bacteria Bacteria 
Filum Firmicutes Firmicutes 
Clase Clostridia Clostridia 
Orden Clostridiales Clostridiales 
Familia Lachnospiraceae Lachnospiraceae 
Género Pseudobutyrivibrio Butyrivibrio 
Especie ruminis sp. 
Tipo de cepa Inlla3 Inlla4 
N°GenBank Sec 16S ARNr JN642600 JN662465 
Forma de la bacteria Bacilar ligeramente curva Bacilar ligeramente curva 
Motilidad motil motil 
Esporulación no esporula no esporula 
Fermenta 
glucosa, celobiosa, maltosa. Debilmente xilosa 
y pectina. 
glucosa, celobiosa, maltosa, xilano, pectina 
no fermenta  celulosa celulosa 
Producción de AGV  principalmente butírico principalmente  butírico 
Rango de temperatura mesófilo mesófilo 
Temperatura óptima 37-39°C 37-39°C 
Requerimiento de oxígeno anaerobiosis anaerobiosis 
Habitat estómago de la llama estómago de la llama 
Aislamiento Compartimento 1 del estómago de la llama Compartimento 1 del estómago de la llama 
Patogenicidad desconocida desconocida 
Localización geográfica Cieneguillas, Jujuy  22°08´S, 65°08´O  Hurlimgham, Buenos Aires 34°36´S, 58°40´O 
Altitud 3800 msnm 43 msnm 
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Tabla 17. Resultado parcial de la secuenciación genómica de los aislamientos Inlla 3 e Inlla 4. 
Característica   Pseudobutyrivibrio ruminis Inlla 3        Butyrivibrio sp. Inlla 4 
Tamaño (pb) 3 921 932 3 795 734 
Contenido de GC 40% 41% 
Numero de contigs 83 103 
Número total de ORFs 3654 3397 
Función asignada mediante GO 1501 1560 
Función asignada mediante COGs 1041 1209 
ARN de transferencia 55 45 
ARN ribosomal 1 1 
Número de GH  47 64 
Anotación En proceso En proceso 
Pb (pares de bases), GC (Guanina y Citosina), ORFs (marcos de lectura abierta), GO (gen ontology): COGs (Clusters of 
Orthologous Groups of Genes), ARN (ácido ribonucleico), GH (Glicosil hidrolasas). 
15. Detección de géneros y especies mediante PCR a partir de ADN total de C1  
Estudios previos, realizados mediante técnicas moleculares a partir del rumen de varias especies 
animales, permitieron la detección de bacterias que degradan el forraje consumido por los 
animales, estas bacterias anaerobias son difíciles de cultivar y aislar. Debido a la dificultad del 
cultivo y aislamiento de estas bacterias, se realizó la extracción de ADN del contenido total y la 
prueba de PCR mediante iniciadores específicos (Tabla 8) (Koike & Kobayashi 2001; Tajima et al. 
2001) para la detección de géneros y especies bacterianas del C1. Los iniciadores utilizados 
permitieron detectar las principales bacterias encargadas de la degradación del forraje consumido. 
Identificándose bacterias previamente descritas como hemicelulolíticas, celulolíticas, amilolíticas y 
pectinolíticas principalmente (Tabla 4). 
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Figura 22. PCR para la identificación de género y especie bacteriano presentes en el C1. Las bandas 
corresponden a (1) Streptococcus bovis 869 pb, (2) Prevotella ruminicola 485 pb, (3) Selenomonas ruminantium 
664 pb, (4) Pseudobutyrivibrio spp 445 pb, (5) Butyrivibrio spp. 450 pb, (6) Butyrivibrio fibrisolvens 160 pb, (7) 
Ruminococcus albus 176 pb, (8) Ruminococcus flavefaciens 835 pb, (9) Fibrobacter succinogenes 446 pb. (M) 
Marcador de peso molecular 100 pb. 
En este trabajo se detectó la presencia de Streptococcus bovis, Prevotella ruminicola, 
Selenomonas ruminantium, Pseudobutyrivibrio spp, Butyrivibrio spp, Butyrivibrio fibrisolvens, 
Ruminococcus albus, Ruminococcus flavefaciens y Fibrobacter succinogenes, en el contenido de 
todas las llamas independientemente de la región geográfica. En la Figura 22, se muestra la foto 
representativa de un gel con las bandas correspondientes a las bacterias detectadas. Tal cual 
ocurre en el  rumen, la detección de estas bacterias en el C1 de ambos grupos de llamas revela 
que tienen un rol fundamental en la digestión de los alimentos, y por lo tanto en la producción 
de energía para el mantenimiento y producción del animal. 
16. Genotecas de las bacterias del C1 de las llamas de Buenos Aires y de 
Jujuy 
Debido a las dificultades que involucra el aislamiento de bacterias anaerobias a partir del 
rumen y estómagos de los animales, existen varios estudios donde se reporta la construcción de 
genotecas con la finalidad de revelar la diversidad bacteriana, sin la necesidad de realizar el 
cultivo y aislamiento de las bacterias. En este trabajo de tesis se construyeron dos genotecas a 
partir del contenido del C1 de 3 llamas de Buenos Aires (genoteca BA) y de 3 llamas de Jujuy 
(genoteca JU). El ADN fue extraído mediante el método RBB+C (Yu & Morrison 2004) y se 
amplificó la secuencia del gen 16S ARNr utilizando iniciadores universales 27Fw y 1540 Rv 
(Tajima et al. 1999). Las genotecas estuvieron compuestas por 100 clones cada una, de los 
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cuales 36 fueron reconocidos como quimeras, por lo que fueron removidos. De las 82 clones 
procedentes de la genoteca BA se formaron 73 OTUs, mientras que de los 82 clones 
procedentes de la genoteca JU se formaron 66 OTUs (Tabla 20 y Tabla 21). Las secuencias de los 
clones de las genotecas de BA y JU fueron depositadas en el GenBank. Los números de acceso 
KJ159280-KJ159352, KJ207043-KJ207051 corresponden a la genoteca de BA y los números 
KJ159214-KJ159279, KJ207027-KJ207042 corresponden a la genoteca de Jujuy. 
Con el propósito de determinar la cobertura de las genotecas se realizaron curvas de 
rarefacción (Figura 23). Las secuencias de los clones fueron agrupados en cuatro niveles: 
especie, género, familia/clase y filum, definidas al 97%, 95%, 87% y 80% de identidad, 
respectivamente. Las curvas de rarefacción de las secuencias de 16S ARNr de las genoteca de BA 
y JU (Figura 23 A y B), alcanzaron el plateau con la totalidad de las muestras analizadas a nivel 
de filum, lo que confirma una adecuada composición de la comunidad a este nivel. Las curvas de 
rarefacción a nivel de familia/clase, género y especie, revelan una gran diversidad bacteriana 
por lo que se necesitaría analizar un mayor número de clones para lograr identidad de 
secuencia a esos niveles de identificación. 
La genoteca de BA presentó una mayor variabilidad para los índices de riqueza evaluados y 
para el Índice Shannon en el caso de las medidas de diversidad (Tabla 18). Estos índices indican 
una gran diversidad y riqueza en ambas genotecas. El análisis mediante al algoritmo LIBSHOUT, 
indica diferencia significativa (p < 0,05) entre las dos poblaciones (Tabla 18).  
 
Figura 23. Curvas de rarefacción de las genotecas de Buenos Aires (A) y de Jujuy (B). Las secuencias de los clones fueron 
agrupados en cuatro niveles: especie, género, familia/clase y filum, definidas al 97%, 95%, 87% y 80% de identidad, 
respectivamente. 
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Tabla 18. Indices de riqueza, diversidad y diferencia poblacional. 
  Índices 
  Riqueza Diversidad 
Genoteca Chao 1 Ace Shannon Simpson 
BA 166 180 4,1 0,005 
JU 106 81 3,8 0,01 
LIBSHOUT p < 0,05       
Fueron calculados los índices de riqueza (Chao y Ace) y diversidad (Shannon y Simpson) (Chao 1984; Chao & T-J 2003) mediante 
el programa MOTHUR (Schloss et al. 2009). Para evidenciar si existen diferencias entre dos poblaciones se utilizó el algoritmo 
LIBSHOUT. 
En la Figura 24 A, se observa la diversidad bacteriana a nivel de filum de las muestras de C1 
de las llamas de Buenos Aires. Se evidencia que  la genoteca está representada por secuencias 
pertenecientes a Firmicutes (50%), seguido por Bacteroidetes (38%), Actinobacteria (4%), 
Proteobacteria (2%), Verrucomicrobia (1%), Spirochaetes (1%) y secuencias de un grupo de 
bacterias (4%) no determinadas (ND) a las que no se les puede asignar un filum conocido. En la 
Figura 24 B, se observa la diversidad bacteriana a nivel de filum de las muestras de C1 de las 
llamas de Jujuy. Se evidencia que  la genoteca está representada por secuencias pertenecientes 
a Firmicutes (79%), seguido por Bacteroidetes (15%), Synergistetes (4%), Actinobacteria (1%) y 
Proteobacteria (1%). 
 
Figura 24. Diversidad bacteriana a nivel de filum de las genotecas de Buenos Aires (A) y Jujuy (B) 
En la Tabla 19 se presenta la composición de filum de las poblaciones bacterianas del C1 de 
las llamas de este trabajo en relación a otros trabajos previamente reportados a partir del pre 
estómago, rumen y ciego de otras especies animales. Si bien, el número de clones es diferente 
en todas las muestras; el filum firmicutes es el mayoritario en todas las genotecas, seguido por 
Bacteroidetes, a pesar de las diferencias de especie animal, del tipo de muestra, de la dieta y de 
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las condiciones geográficas donde habitan estos animales. Esto demuestra la importancia de las 
especies bacterianas que conforman estos dos filum en el proceso de digestión del alimento 
consumido. En las muestras del C1 de las llamas de Jujuy, el porcentaje de Firmicutes es mayor 
que los reportados en estudios previos. Este filum está compuesto principalmente por bacterias 
celulolíticas y hemicelulolíticas necesarios para la degradación y fermentación del forraje 
consumido. 
Tabla 19. Distribución de las poblaciones bacterianas del rumen a nivel de filum.  
      Filum (%)   
Genoteca N° de clones  Firmicutes Bacteroidetes Otros 
Dromedario (Samsudin et al. 2011) 267 67 25 8 
Bovinos (Tajima et al. 1999) 84 62 32 6 
Bovinos (Whitford et al. 1998) 31 55 35 10 
Búfalos (Yang et al. 2010a) 173 71 26 3 
Gayals (Yang et al. 2010b) 147 55 42 3 
Reno noruego (Sundset et al. 2007) 34 71 29 0 
Reno Svalbard (Sundset et al. 2007) 31 55 42 3 
Avestruz (ciego) (Matsui et al. 2010) 310 50,9 39,4 9,7 
Llamas de BA (en este trabajo) 82 50 38 12 
Llamas de Jujuy (en este trabajo) 82 79 15 6 
Comparación de genotecas de 16S ARNr a partir del rumen o pre estómagos de diferentes especies animales. 
 
En la Figura 25, se muestra la similitud de las secuencias de las genotecas BA y JU a nivel de 
género con secuencias de aislamientos relacionados depositadas en el GenBank. Sólo 25 y 22 
secuencias de las genotecas BA y JU, respectivamente presentan un porcentaje de similitud  
mayor al 95 con las secuencias depositadas en el GenBank. La genoteca BA está representada 
por 25 secuencias pertenecientes a nueve géneros correspondientes a Prevotella (9), 
Butyrivibrio (6), Ruminococcus (2), Succiniclasticum (2), Olsenella (2), Anaerovorax (1), Hallella 
(1), Insertadis sedis (1) y Treponema (1) (Figura 26 A), mientras que la genoteca JU, está 
representada por 22 secuencias pertenecientes a ocho géneros correspondientes a Prevotella 
(6), Butyrivibrio (5), Ruminococcus (4), Sacharofermentans (3), Oscillibacter (1), Succiniclasticum 
(1), Pseudobutyrivibrio (1) y Selenomonas (1) (Figura 26 B). 
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Figura 25. Similitud de las secuencias de las genotecas de Buenos Aires y Jujuy a nivel de género con secuencias 
de aislamientos relacionados depositadas en el GenBank. 
 
Figura 26. Distribución de géneros pertenecientes a las genotecas de Buenos Aires (A) y Jujuy (B). 
A nivel de especie (Figura 27), las secuencias de la genoteca BA, tienen una similitud del 97-
99 % con 7 especies relacionadas a las bacterias Butyrivibrio proteoclasticus, Butyrivibrio 
fibrisolvens, Ruminococcus flavefaciens, Selenemonas ruminantium, Succiniclasticum ruminis, 
Prevotella ruminicola y Olsenella sp., mientras que las secuencias de la genoteca JU, presentan 
el mismo porcentaje de similitud con 15 especies relacionadas a las bacterias Butyrivibrio sp., 
Pseudobutyrivibrio ruminis, Lachnospiraceae bacterium G11, Ruminococcus flavefaciens, 
Sacharofermentans sp., Selenemonas ruminantium, Clostridiales bacterium RM3, 
Succiniclasticum ruminis y Prevotella ruminicola. Siendo los Clostridiales bacterium RM3 los más 
representados en la muestra. 
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Figura 27. Similitud de las secuencias de las genotecas de Buenos Aires y Jujuy a nivel de especie con secuencias 
de aislamientos relacionados depositadas en el GenBank. 
En las tablas 20 y 21, se presentan las OTUs representativas de las genotecas de BA y JU. Se 
muestra en detalle a cada una de las OTUs con las secuencias correspondientes que la integran, 
el número de pares de bases y sus respectivas similitudes a nivel de filum, clase/familia, género 
y especie (resaltado en negrita) con número de acceso a GenkBank de la especie relacionada. A 
nivel de especie (≥ 9  % de similitud), fueron reconocidos siete y cinco OTUs de las genotecas de 
BA y de Jujuy, respectivamente, que presentaron similitud con especies de aislamientos 
bacterianos reportadas previamente. En la Figura 28 y Figura 29, se muestran los árboles 
filogenéticos de las genotecas BA y JU junto a secuencias de cepas relacionadas y de referencia. 
Los árboles muestran los agrupamientos de las secuencias en diferentes familias/clase y filum. 
Siendo las familias Lachnospiraceae y Ruminococcaceae y la familia Prevotellaceae las 
mayoritarias en ambas genotecas. Es importante resaltar que en el filum Bacteroidetes de la 
genoteca BA, se observa un aprupamiento de OTUs que no están relacionadas con secuencias 
de aislamientos previamente reportados, mientras que el mismo filum de la genoteca JU, se 
observan los OTUs que si bien están relacionados con aislamientos previos, el porcentaje de 
similitud es ≤ 90%.  
Los resultados en los gráficos, las tablas y los árboles filogenéticos revelan la gran diversidad 
y riqueza de las poblaciones bacterianas que habitan el C1 de las llamas, siendo la mayoría de 
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los géneros y especies aún no caracterizados. Sumado al gran porcentaje (50% de biomasa) que 
representan las bacterias en la población total de microorganismos, demuestrá la importancia 
no sólo por su diversidad y riqueza sino también por su cantidad, gran actividad enzimática y sus 
interacciones. Los árboles fueron construidos mediante el programa www.phylogeny.fr 
(Dereeper et al. 2008).El número de re-muestreos (bootstraps) utilizados fue de 500.  
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Tabla 20. Similitud de las OTUs de la genoteca de BA con aislamientos relacionados (GenBank). Se resaltan en negrita las OTUs 
que llegaron a ser identificados a nivel de especie. 
OTUs N° bases Filum  Familia/clase Género Especie  
N°  de Genbank 
relacionado 
% similitud 
LlaBA1 1516 Firmicutes Lachnospiraceae Butyrivibrio Butyrivibrio fibrisolvens AY6999276 95 
LlaBA22 1502 Firmicutes Lachnospiraceae Butyrivibrio Butyrivibrio fibrisolvens AY699276 88 
LlaBA30 1510 Firmicutes Lachnospiraceae Butyrivibrio Butyrivibrio proteoclasticus NR_102893 94 
LlaBA63 1506 Firmicutes Lachnospiraceae Butyrivibrio Butyrivibrio proteoclasticus NR_102893 99 
LlaBA167 1515 Firmicutes Lachnospiraceae Butyrivibrio Butyrivibrio sp. INIIa4 JN642600 94 
LlaBA173 1506 Firmicutes Lachnospiraceae Butyrivibrio Butyrivibrio fibrisolvens EU346756 99 
LlaBA66: 66/71 1506/1505 Firmicutes Lachnospiraceae 
 
Clostridium xylanolyticum AB601068 91 
LlaBA68 1485 Firmicutes Lachnospiraceae 
 
Roseburia intestinalis AB661435 89 
LlaBA73 1496 Firmicutes Lachnospiraceae 
 
Lachnospira pectinoschiza AY699280 96 
LlaBA89 1510 Firmicutes Lachnospiraceae 
 
Raseburia hominis NR_074809 92 
LlaBA152: 152/158 1493/1495 Firmicutes Lachnospiraceae 
 
Lachnospiraceae bacterium NK3A20  GU324369 90 
LlaBA171 1485 Firmicutes Lachnospiraceae 
 
Clostridium  phytofermentans NR_074652 90 
LlaBA175 1489 Firmicutes Lachnospiraceae 
 
Pseudobutyrivibrio ruminis AY 699285 90 
LlaBA40 1473 Firmicutes Ruminococcaceae Ruminococcus Ruminococcus  flavefaciens  AM915269 96 
LlaBA84 1472 Firmicutes Ruminococcaceae Ruminococcus Ruminococcus  flavefaciens AM915270 97 
LlaBA4 1485 Firmicutes Ruminococcaceae 
 
Oscillibacteriaceae bacterium JX173685 90 
LlaBA23 1477 Firmicutes Ruminococcaceae 
 
Ruminococcus sp. GU324399 88 
LlaBA54 1500 Firmicutes Ruminococcaceae 
 
Ruminococcus bromii DQ882649 89 
LlaBA65 1495 Firmicutes Ruminococcaceae 
 
Oscillospiraceae bacterium AIP232.11 JX173685 92 
LlaBA41 1520 Firmicutes Veillonellaceae 
 
Selenomonas bovis NR_044111 93 
LlaBA51 1617 Firmicutes Veillonallaceae 
 
Selenomonas ruminantium AB198435 99 
LlaBA83 1520 Firmicutes Veillonellaceae 
 
Selenomonas ruminantium AB198425 95 
LlaBA13 1518 Firmicutes Acidaminococcaceae Succiniclasticum Succiniclasticum ruminis NR_026205 96 
LlaBA164 1515 Firmicutes Acidaminococcaceae Succiniclasticum Succiniclasticum ruminis NR_026205 99 
Continúa en la siguiente página. 
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OTUs N° de bases Filum Familia/Clase Género Especie 
N° Gen Bank 
relacionado 
% similitud 
LlaBA36 1513 Firmicutes Acidaminococcaceae 
 
Succiniclasticum ruminis NR_026205 92 
LlaBA75 1484 Firmicutes Clostridia 
 
Ruminococcus bromii DQ882649 85 
LlaBA11 1486 Firmicutes Clostridia 
 
Clostridiales bacterium RM3 AB730671 89 
LlaBA169 1537 Firmicutes Clostridia 
 
Peptococcaceae bacterium AY233860 87 
LlaBA170 1494 Firmicutes Clostridia 
 
Clostridiales bacterium RM3  AB730671 88 
LlaBA37 1450 Firmicutes 
Clostridiales_Incertae 
sedis XIII  
Mogibacterium neglectum NR_027203 92 
LlaBA174 1484 Firmicutes 
Clostridiales_Incertae 
sedis XIII 
Anaerovorax Anaerovorax odorimutans AJ251215 89 
LlaBA61 1462 Firmicutes Negativicutes 
 
Quinella ovalis M62701 93 
LlaBA160 1463 Firmicutes Negativicutes 
 
Quinella ovalis M62701 93 
LlaBA46: 46/47 1497/1496 Firmicutes 
  
Clostridiales bacterium RM3 AB730671 93 
LlaBA59: 59/76 1500/1498 Firmicutes 
  
Clostridiales bacterium RM3 AB730671 90 
LlaBA163 1488 Firmicutes 
  
Clostridiales  bacterium RM3 AB730671 92 
LlaBA168 1487 Firmicutes 
  
Ruminococcus flavefaciens AM915269 86 
LlaBA27 1493 Bacteroidetes Prevotellaceae 
 
Bacteroides sp. AB470322 87 
LlaBA29 1492 Bacteroidetes Prevotellaceae Prevotella  Prevotella brevis AB501170 91 
LlaBA44: 44/45 1491/1490 Bacteroidetes Prevotellaceae Prevotella Prevotella aff. ruminicola Tc2-24 AJ009933 94/93 
LlaBA79 1491 Bacteroidetes Prevotellaceae Prevotella Prevotella ruminicola AF218619 94 
LlaBA88 1491 Bacteroidetes Prevotellaceae Prevotella Prevotella ruminicola AB501152 99 
LlaBA151 1491 Bacteroidetes Prevotellaceae Prevotella Prevotella ruminicola AB501163 95 
LlaBA165 1491 Bacteroidetes Prevotellaceae Prevotella Prevotella ruminicola AF218619 93 
LlaBA172 1492 Bacteroidetes Prevotellaceae Prevotella Prevotella aff. ruminicola Tc2-24 AJ009933 94 
LlaBA38 1492 Bacteroidetes Prevotellaceae 
 
Prevotella loescheii AB547688 90 
LlaBA39 1489 Bacteroidetes Prevotellaceae Hallella Prevotella buccae AB547675 86 
LlaBA91 1503 Bacteroidetes Prevotellaceae 
 
Prevotella ruminicola AB501173 93 
LlaBA154 1490 Bacteroidetes Prevotellaceae   Paraprevotella clara AB547651 88 
Continúa en la siguiente página. 
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OTUs N° de bases Filum Familia/Clase Género Especie 
N° Gen Bank 
relacionado 
% similitud 
LlaBA58 1486 Bacteroidetes Bacteroidia   Bacteroidales bacterium P13 AB730729 94 
LlaBA60 1491 Bacteroidetes Bacteroidia 
 
Prevotella sp.BP1-145 AB501165 86 
LlaBA31: 31/52 1486/1488 Bacteroidetes Bacteroidia 
 
Bacteroidales bacterium P59 AB730762 91 
LlaBA32: 32/33 1484/1489 Bacteroidetes Bacteroidia 
 
Eubacterium sp.  EU281854 89 
LlaBA53 1492 Bacteroidetes Bacteroidia Prevotella Prevotella  ruminicola AF218619 92 
LlaBA77 1492 Bacteroidetes Bacteroidia 
 
Bacteroides helcogenes P36-108 NR_074546 86 
LlaBA166 1490 Bacteroidetes Porphyromonadaceae 
 
Porphyromonadacea bacterium C941 JF803519 90 
LlaBA42: 42/69 1490/1492 Bacteroidetes 
  
Bacteroidales bacterium RM21 AB730680 83 
LlaBA72 1481 Bacteroidetes 
  
Bacteroidetes bacteruim PPf50E2 AY548787 83 
LlaBA74 1482 Bacteroidetes 
  
Pontibacter korlensis AB682651 84 
LlaBA99 1485 Bacteroidetes 
  
Alistipes putredinis AB554232 85 
LlaBA100 1484 Bacteroidetes 
  
Prolixibacter bellariivorans  AB541983 85 
LlaBA101 1499 Bacteroidetes 
  
Olivibacter sitiensis NR_043805 84 
LlaBA153 1481 Bacteroidetes 
  
Bacteroidetes bacterium PPf50E2 AY548787 83 
LlaBA14 1480 Bacteroidetes  
  
Bacteria que degrada Fenpropathrin DQ118958 83 
LlaBA19 1479 Actinobacteria Coriobacteriaceae Olsenella Olsenella sp. EU592965 97 
LlaBA80 1470 Actinobacteria Coriobacteriaceae 
 
Adlercreutzia equolifaciens AB649147 92 
LlaBA159 1476 Actinobacteria Coriobacteriaceae Olsenella Olsenella  umbonata FN178462 96 
LlaBA62 1500 Proteobacteria Desulfovibrionaceae 
 
Desulfovibrio sp. DA 16S AF192155 91 
LlaBA48 1445 Proteobacteria Alphaproteobacteria 
 
Rhodopseudomonas sp. TUT3627 AB250617 86 
LlaBA67 1500 Verrucomicrobia Subdivision 5 Incertae sedis Brevifollis gellanilyticus gene AB552872 81 
LlaBA176 1505 Spirochaetes Spirochaetaceae Treponema Treponema succinifaciens DSM 2489 NR_074755 90 
LlaBA148 1481 ND  
  
Christensenella minuta AB490809 88 
LlaBA150: 150/161 1499/1500 ND      Anaerorhabdus furcosa HM038002 87 
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Tabla 21. Similitud de las OTUs de la genoteca de JU con aislamientos relacionados (GenBank). Se resaltan en negrita las OTUs 
que llegaron a ser identificados a nivel de especie. 
OTUs N° de bases Filum Familia/Clase Género Especie 
N° Gen Bank 
relacionado 
% similitud 
LlaJ11 1486 Firmicutes Lachnospiraceae Butyrivibrio Butyrivibrio sp. JN642600 97 
LlaJ12: 12/62 1495/1506 Firmicutes Lachnospiraceae Butyrivibrio Butyrivibrio fibrisolvens AY699276/EU346756 95 
LlaJ28 1508 Firmicutes Lachnospiraceae Butyrivibrio Butyrivibrio sp. JN642600 92 
LlaJ71 1494 Firmicutes Lachnospiraceae Pseudobutyrivibrio Pseudobutyrivibrio ruminis AY699284 97 
LlaJ16 1488 Firmicutes Lachnospiraceae 
 
Roseburia inulivorans AB661436 89 
LlaJ30 1493 Firmicutes Lachnospiraceae 
 
Lachnospiraceae bacterium 607 AB700365 90 
LlaJ35 1467 Firmicutes Lachnospiraceae 
 
Clostridium piliforme D14638 87 
LlaJ50 1598 Firmicutes Lachnospiraceae 
 
Lachnospiraciae bacterium G11 AB730785 99 
LlaJ52: 52/96/97 1482/1481/1482 Firmicutes Lachnospiraceae 
 
Lachnospiraceae bacterium NK4A179 GU324381 94/92/93 
LlaJ53 1483 Firmicutes Lachnospiraceae 
 
Clostridiaceae bacterium FH52 AB298768 91 
LlaJ54 1492 Firmicutes Lachnospiraceae 
 
Roseburia hominis A2-183 NR_074809 92 
LlaJ63 1496 Firmicutes Lachnospiraceae 
 
Roseburia faecis strain C219a AY804149 92 
LlaJ64 1492 Firmicutes Lachnospiraceae Butyrivibrio Butyrivibrio fibrisolvens  AY699273 93 
LlaJ75 1499 Firmicutes Lachnospiraceae 
 
Lachnobacterium sp.  AJ518873 90 
LlaJ76 1494 Firmicutes Lachnospiraceae 
 
Lachnospiraceae bacterium RM42 AB730688 91 
LlaJ87 1491 Firmicutes Lachnospiraceae 
 
Clostridium aminophilum DQ278862 89 
LlaJ1 1484 Firmicutes Ruminococaceae Sacharofermentans Saccharofermentans sp. AB730782 95 
LlaJ10 1491 Firmicutes Ruminococcaceae Oscillibacter Oscillospora guilliermondii AB040496 96 
LlaJ23: 23/25 1472 Firmicutes Ruminococcaceae Ruminococcus Ruminococcus flavefaciens AM915269/AF030448 98 
LlaJ61: 61/68 1486 Firmicutes Ruminococcaceae Sacharofermentans Saccharofermentans sp. AB730782 99 
LlaJ82: 82/89 1475/1473 Firmicutes Ruminococcaceae Ruminococcus Ruminococcus flavefaciens AM748742 93 
LlaJ8 1495 Firmicutes Ruminococcaceae 
 
Ruminococcus bromii DQ882649 92 
LlaJ4 1488 Firmicutes Ruminococcaceae 
 
Oscillibacter valerecigenes NR_074793 93 
LlaJ19: 19/18 1494/1480 Firmicutes Ruminococcaceae   Oscillibacter valerecigenes NR_074793 91 
Continúa en la siguiente página. 
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OTUs N° de bases Filum Familia/Clase Género Especie 
N° Gen Bank 
relacionado 
% similitud 
LlaJ20 1492 Firmicutes Ruminococcaceae 
 
Clostridium sp. EU815224 92 
LlaJ26 1469 Firmicutes Ruminococcaceae 
 
Clostridium sp. AB491207 91 
LlaJ32 1493 Firmicutes Ruminococcaceae 
 
Clostridiales bacterium 24-4c HQ452852 91 
LlaJ37: 37/74 1507/1495 Firmicutes Ruminococcaceae 
 
Clostridiales bacterium CIEAF 021 AB702937/JX101685 91 
LlaJ39 1492 Firmicutes Ruminococcaceae 
 
Clostridium alkalicellum AY959944 89 
LlaJ49 1525 Firmicutes Ruminococcaceae 
 
Clostridiales bacterium oral taxon F32 HM099644 93 
LlaJ51 1526 Firmicutes Ruminococcaceae 
 
Clostridiales bacterium oral taxon F32 HM099644 93 
LlaJ56 1476 Firmicutes Ruminococcaceae 
 
Pallibacter cinnamivorans cepa CIN1 NR_025025 89 
LlaJ86 1523 Firmicutes Ruminococcaceae 
 
Ruminococcus bromii DQ882649 88 
LlaJ94 1502 Firmicutes Ruminococcaceae 
 
Hydrogenoanaerobacterium 
saccharovorans 
NR_044425 87 
LlaJ100 1490 Firmicutes Ruminococcaceae 
 
Oscillibacter valericigenes NR_074793 93 
LlaJ45 1520 Firmicutes Veillonellaceae Selenomonas 
Selenomonas rumantium 
subsp.lactilyticaTAM6421 
NR075026 99 
LlaJ17 1465 Firmicutes Veillonellaceae 
 
Quinella ovalis M62701 88 
LlaJ21 1463 Firmicutes Veillonellaceae 
 
Quinella ovalis M62701 93 
LlaJ24 1491 Firmicutes Veillonellaceae 
 
Selenomonas noxia GU470909 86 
LlaJ73 1462 Firmicutes Veillonallaceae 
 
Quinella ovalis M62701 93 
LlaJ93 1465 Firmicutes Veillonellaceae 
 
Quinella ovalis M62701 89 
LlaJ42 1499 Firmicutes Clostridia 
 
Clostridium bacterium RM3 AB730671 89 
LlaJ70: 70/57/85/99/46 1506/1506/1507/1506/1407 Firmicutes Clostridia 
 
Clostridiales bacterium RM3 AB730671 97/97/97/97/96 
LlaJ55 1483 Firmicutes Clostridia 
 
Clostridiales bacterium RM3 AB730671 90 
LlaJ78 1501 Firmicutes Clostridia 
 
Clostridiales bacterium RM3 AB730671 89 
LlaJ90 1486 Firmicutes Clostridia   Mahella australiensis 50-1 NR_074696 85 
Continúa en la siguiente página. 
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OTUs N° de bases Filum Familia/Clase Género Especie 
N° Gen Bank 
relacionado 
% similitud 
LlaJ34: 34/77 1499/1500 Firmicutes Clostridia 
 
Clostridiales bacterium RM3 AB730671 89 
LlaJ44 1505 Firmicutes Acidaminococcaceae Succiniclasticum Succiniclasticum ruminis cepa  DSM9236 NR026205 98 
LlaJ27: 27/36/47/66 1463/1463/1463/1463 Firmicutes Negativicutes 
 
Quinella ovalis M62701 93/93/92/93 
LlaJ5 1491 Bacteroidetes Prevotellaceae Prevotella Prevotella ruminicola AF218619 93 
LlaJ15 1491 Bacteroidetes Prevotellaceae Prevotella Prevotella ruminicola AB501169 94 
LlaJ40 1489 Bacteroidetes Prevotellaceae Prevotella Prevotella ruminicola AF218619 92 
LlaJ81 1491 Bacteroidetes Prevotellaceae Prevotella Prevotella ruminicola AB501167 97 
LlaJ88 1491 Bacteroidetes Prevotellaceae Prevotella Prevotella  aff. ruminicola Tc2-24 AJ009933 94 
LlaJ65 1491 Bacteroidetes Prevotellaceae Prevotella Prevotella  aff. Ruminicola Tc2-24 AJ009933 94 
LlaJ80 1494 Bacteroidetes Bacteroidia 
 
Paraprevotella clara AB547651 86 
LlaJ98 1486 Bacteroidetes Bacteroidia 
 
Eubacterium sp.  EU281854 89 
LlaJ60 1487 Bacteroidetes Rikenellaceae 
 
Eubacterium sp.  EU281854 89 
LlaJ43 1484 Bacteroidetes 
  
Tannerella forsythia JN713185 84 
LlaJ7 1481 Bacteroidetes 
  
Bacteroidia bacterium canine JN713354 90 
LlaJ95 1484 Bacteroidetes 
  
Bacteroidales bacterium RM71 AB730712 90 
LlaJ84 1481 Synegistetes Synergistaceae 
 
Synergitetes bacterium SGP1 GQ149247 89 
LlaJ67 1475 Synegistetes Synergistaceae 
 
Synergitetes bacterium SGP1 GQ149247 90 
LlaJ13 1481 Synegistetes Synergestaceae 
 
Thermovirga lienii NR_074606 84 
LlaJ48 1468 Actinobacteria Coriobacteriaceae 
 
Enterorhabdus caecimuris DQ789120 91 
LlaJ29 1488 Proteobacteria     Lyngbya sp.  AY049751 84 
Resultados 
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Figura 28. Árbol filogenético de la genoteca 16S ARNr del contenido de C1 de las llamas de Buenos Aires. Fue 
construido utilizando Maximun likelihood. Los clones representativos se encuentran resaltados en negrita. Los 
números de acceso al GenBank se encuentran junto a los nombres de los aislamientos de referencia. Valores de 
bootstrap menores a 50% no son indicados. La escala de bar representa 0,2 substituciones por una posición de 
nucleótido. Las llaves de afuera hacia adentro indican filum, clase y familia correspondientes a las OTUs más 
representativas.  
Resultados 
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Figura 29. Árbol filogenético de la genoteca 16S ARNr del contenido de C1 de las llamas de Jujuy. Fue construido 
utilizando Maximun likelihood. Los clones representativos se encuentran resaltados en negrita. Los números de 
acceso al GenBank se encuentran junto a los nombres de los aislamientos de referencia. Valores de bootstrap 
menores a 50% no son indicados. La escala de bar representa 0,2 substituciones por una posición de nucleótido. 
Las llaves de afuera hacia adentro indican filum, clase y familia correspondientes a las OTUs más representativas.  
Resultados 
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17. Genotecas de las bacterias celulolíticas del C1 de las llamas de Jujuy 
Las bacterias fibrolíticas tienen el rol de degradar los componentes de la pared celular de los 
vegetales. Con el objetivo de conocer la composición de las principales bacterias encargadas de 
la degradación de la fibra vegetal, se utilizaron oligonucleótidos iniciadores para detectar  las 
tres principales bacterias celulolíticas Ruminococcus albus, Ruminococcus flavefaciens y 
Fibrobacter succinogenes (Kamra 2005; Koike & Kobayashi 2009; Matsui et al. 2010; Ceron 
Cucchi et al. 2013). Se construyeron tres genotecas a partir  de la amplificación y clonado del 
gen 16S ARNr del C1 de las 3 llamas de Jujuy, las cuales habían presentado el mayor número de 
bacterias celulolíticas que las llamas de Buenos Aires. Los clones  obtenidos fueron 30, 35 y 50 
para las genotecas de R.albus (RA), R. flavefaciens (RF) y F. succinógenes (FS), respectivamente. 
Estos clones fueron posteriormente secuenciados y analizados.  
El análisis de las secuencias mediante BLASTN (http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/) determinó que 
los productos de amplificación de una región parcial del gen 16S ARNr corresponden a la 
especificidad dada por los iniciadores universales empleados. Las secuencias de los clones 
pertenecientes a las genotecas RA, RF y FS fueron depositadas en el GenBank, con números de 
acceso KJ584953 a KJ585037. 
Las curvas de rarefacción (Figura 30), indicaron que el número de clones analizados fue 
suficiente para identificar las diferentes OTUs que componen cada una de las genotecas (RA y 
RF) a nivel de especie, mientras que para la genoteca FS el número de clones analizados fue 
suficiente a nivel de género, por lo que se necesitaría analizar un mayor número de clones para 
cubrir la gran diversidad de OTUs o secuencias presentes a nivel de especie. 
Resultados 
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Figura 30. Curvas de rarefacción de las genotecas RA, RF y FS. A, B y C: En el eje X se observa el número de 
secuencias analizadas. El eje Y representa el N° deOTUs encontrados a nivel de especie 98% (RA, RF y FS) y a nivel 
de género 95% (FS). 
La genoteca RA presentó valores de índices de diversidad y riqueza menor que los de las 
genotecas RF y FS. Los índices indican una gran diversidad y riqueza en las genotecas RF y FS. Los 
resultados de las genotecas se muestran en detalle en las tablas  23, 24 y 25 y figuras 31, 32 y 
33.
Resultados 
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Tabla 22. Indices de riqueza y diversidad de las genotecas RA, RF y FS. 
  Índices 
  Riqueza Diversidad 
Genoteca Chao 1 Ace Shannon Simpson 
RA 2 2 0,4 0,7 
RF 5 5 1,4 1,17 
FS 5 5,4 0,7 0,6 
Fueron calculados los índices de riqueza (Chao y Ace) y diversidad (Shannon y Simpson) (Chao 1984; Chao & T-J 
2003) mediante el programa MOTHUR (Schloss et al. 2009). 
Todos los clones de la genoteca RA corresponden a las secuencias amplificadas con los 
iniciadores específicos para Ruminococcus albus. La curva de rarefacción (Figura 30 A) muestra 
que el número de clones utilizados fue representativo, ya que a partir de 14 clones la curva se 
estabiliza (plateau), es decir el número de clones es el adecuado para mostrar la composición de 
la genoteca RA. El porcentaje de similitud de las secuencias de los 30 clones de genoteca RA con 
aislamientos de referencia de Ruminococcus albus presentan una similitud igual y/o mayor al 
98% (Tabla 23), las que fueron representadas en el árbol filogenético de la Figura 31. En el árbol 
se muestran las relaciones filogenéticas de los clones representativos (OTUs) dentro de un solo 
agrupamiento pertenecientes a Ruminococcus albus. Los clones representativos (RA30 y RA06) 
se encuentran resaltados en negrita y entre paréntesis el número de clones que lo conforman al 
100% de similitud. La similitud del OTU RA30 fue de 100 y 99% respecto a las cepas de 
referencia utilizadas. La similitud del OTU RA06 fue igual a 98% con las cepas de referencia, 
aunque en el árbol no se observan cepas de referencia dentro de este grupo de clones. Las 
cepas de referencia de otras especies de Ruminococcus (<95% de similitud) se encuentran 
filogenéticamente distantes al agrupamiento de Ruminococcus albus. 
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Tabla 23. Similitud de los clones de de 16S ARNr de la genoteca RA con secuencias 
de aislamientos de referencia (GenBank). 
OTUs 
Identificación de los 
clones 
N° de bases 
% de 
similitud 
Aislamiento relacionado 
N° de 
GenBank 
RA30 
RA02, RA04, RA28, 
RA30 /RA05            
176 100/99     Ruminococcus albus V13      
Ruminococcus albus 7 cepa 7     
Ruminococcus albus JCM                 
Ruminococcus albus                  
Ruminococcus albus RO13   
Ruminococcus albus cepa 7 
HQ404370 
NR 074399 
AB 538438  
AB 301912 
AY445602 
AY445600 RA06 
RA22, RA25, RA40, 
RA39, RA06, RA15-
RA21, RA23, 
RA24,RA26, RA27, 
RA29, RA31-RA38 
176 98 
 
 
 
Figura 31. Árbol filogenético de la genoteca RA y su relación con cepas de referencia. El árbol se construyó 
usando el método Maximun likelihood (PhyML). Las secuencias de los clones obtenidos en este estudio se 
encuentran resaltadas en negrita, seguido en paréntesis por el número de clones al 100% de simillitud. Los 
números de acceso al GenBank se encuentran junto a los nombres de las cepas de referencia. Los números sobre 
las ramas indican los valores de bootstrap cuando se realizan 500 repeticiones. Valores de bootstrap menores a 
50% no son indicados. La escala de bar representa 0,08 substituciones por una posición de nucleótido. 
Clostridium fue utilizado como grupo externo. 
Todos los clones de la genoteca RF corresponden a las secuencias amplificadas con los 
iniciadores específicos para Ruminococcus flavefaciens. La curva de rarefacción (Figura 30 B) 
muestra que el número de clones utilizados fue representativo, ya que a partir de 20 clones la 
curva se estabiliza, es decir el número de clones es el adecuado para mostrar la composición de 
la genoteca RF. La similitud de las secuencias de la genoteca RF con aislamientos de referencia 
de Ruminococcus flavefaciens fueron igual y/o mayor al 96% (Tabla 24). Todas las secuencias de 
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genoteca RF fueron asignadas a 19 OTUs dentro de un solo agrupamiento pertenecientes a 
Ruminococcus flavefaciens (Figura 32) La similitud de las OTUs fueron de 98 y 99% con una o 
más cepas de referencia de Ruminococcus flavefaciens, excepto la OTU RF29 que presentó una 
similitud de 96% con una cepa de referencia de R. flavefaciens. A pesar que la similitud con las 
secuencias de las cepas de referencia es alta, no todos las OTUs se encuentran cercanamente 
relacionados en el árbol filogenético. Las cepas de referencia de otras secuencias de especies de 
Ruminococcus, se encuentran filogenéticamente distantes al agrupamiento de Ruminococcus 
flavefaciens.
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Tabla 24. Similitud de los clones de de 16S ARNr de la genoteca RF con secuencias 
de aislamientos de referencia (GenBank). 
OTUs 
Identificación de los 
clones 
N° de bases 
% de 
similitud 
Aislamiento relacionado N° de GenBank 
RF21 RF21 835 99 
Ruminococcus flavefaciens  B146, 
Ruminococcus flavefaciens JMI 
AY445599, AY445595  
RF19 RF19 835 99/98 
Ruminococcus flavefaciens   C94T   
Ruminococcus flavefaciens  B146/ 
Ruminococcus flavefaciens   LB4 
AM915269 
AY445599/AY445603  
RF25 RF 25               835 98 Ruminococcus flavefaciens AR72  AF104841 
RF63 RF63 835 98 Ruminococcus flavefaciens AR72   AF104841 
RF51 RF51 835 99/98 
Ruminococcus flavefaciens  NK4A78/ 
Ruminococcus flavefaciens 4, 
Ruminococcus flavefaciens AR72 
GU324374/AF030448, 
AF104841 
RF58 RF58 835 99/98 
Ruminococcus flavefaciens  NK4A78/ 
Ruminococcus flavefaciens 4, 
Ruminococcus flavefaciens 17 
GU324374/AF030448, 
AM748742 
RF16 RF16, RF55, RF57 835 99/98 
Ruminococcus flavefaciens  NK4A78/ 
Ruminococcus flavefaciens 4, 
Ruminococcus flavefaciens 17 
GU324374/AF030448, 
AM748742 
RF02 RF02, RF50, RF61  835 99/98 
Ruminococcus flavefaciens  NK4A78/ 
Ruminococcus flavefaciens 17 
GU324374/AM748742 
RF24 RF24 835 99/98 
Ruminococcus flavefaciens  NK4A78/ 
Ruminococcus flavefaciens 4 
GU324374/AF030448 
RF13 RF13,  RF20,  RF62 835 99/98 
Ruminococcus flavefaciens  NK4A78/ 
Ruminococcus flavefaciens 17, 
Ruminococcus flavefaciens 007 
GU324374/AM748742, 
AF030447 
RF29 RF29, RF42, RF44, 835 96 Ruminococcus flavefaciens 17 AM748742   
RF54 RF54, RF60 835 98 
Ruminococcus flavefaciens 17, 
Ruminococcus flavefaciens 17, 
Ruminococcus flavefaciensLB4   
AM748742,  
AF030450, AY445603   
RF47 RF47, RF 48 835 99,98/ 98 
Ruminococcus flavefaciens cepa LB4/  
Ruminococcus flavefaciens AR72 
AY445603 AF104841 
RF15 RF15 835 99 Ruminococcus flavefaciens 17 AM748742 
RF27 RF27 835 98 
Ruminococcus flavefaciens 17, 
Ruminococcus flavefaciens 17 
AM748742,  AF030450 
RF30 RF30,RF46 835 98 /97 
Ruminococcus flavefaciens 4/ 
Ruminococcus flavefaciens 17 
AF030448 AM748742 
RF36 RF36, RF64 835 98 
Ruminococcus flavefaciens AR72 
Ruminococcus flavefaciens 4   
AF104841 AF030448 
RF01  RF01, RF10, RF43  835 98 
Ruminococcus flavefaciens   LB4, 
Ruminococcus flavefaciens JF1, 
Ruminococcus flavefaciens JMI 
AY445603, AY445601, 
AY349157  
RF12 RF12, RF14, RF40 835 99 
Ruminococcus flavefaciens   LB4, 
Ruminococcus flavefaciens JF1, 
Ruminococcus flavefaciens JMI 
AY445603, AY445601, 
AY349157  
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Figura 32. Árbol filogenético de la genoteca RF y su relación con cepas de referencia. El árbol se construyó 
usando el método Maximun likelihood (PhyML). Las secuencias de los clones obtenidos en este estudio se 
encuentran resaltadas en negrita, seguido en paréntesis por el número de clones al 100% de similitud. Los 
números de acceso al GenBank se encuentran junto a los nombres de las cepas de referencia. Los números sobre 
las ramas indican los valores de bootstrap cuando se realizan 500 repeticiones. Valores de bootstrap menores a 
50% no son indicados. La escala de bar representa 0,09 substituciones por una posición de nucleótido. 
Ruminococcus bromii fue utilizado como grupo externo. 
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Todos los clones de la genoteca FS corresponden a las secuencias amplificadas con los 
iniciadores específicos para Fibrobacter succinogenes. La curva de rarefacción (Figura 30 C) 
muestra que el número de clones utilizados a nivel de especie no fue representativo, es decir el 
número de clones no fue el adecuado para mostrar la composición de la genoteca FS. La 
similitud de las secuencias de la genoteca FS con las secuencias de referencia de Fibrobacter 
succinogenes fueron igual y/o mayores al 96% (Tabla 25). Todas las secuencias de la genoteca FS 
fueron asignadas a cinco OTUs, dentro de un solo agrupamiento pertenecientes a Fibrobacter 
succinogenes (Figura 33). La similitud de la OTU FS01 fue de 99 y 100% con las secuencias de las 
cepas de referencia de Fibrobacter succinogenes, a diferencia de otras OTUs (FS08 y FS14) que 
presentaron una similitud de 98%. Las OTUs FS15 y FS07 presentaron una similitud de 97 y 96% 
con las secuencias de las cepas de referencia. Las cepas de referencia de otras especies de 
Fibrobacter se encuentran filogenéticamente distantes al agrupamiento de Fibrobacter 
succinogenes. 
La secuenciación de los fragmentos amplificados reveló la diversidad genética de las tres 
principales bacterias celulolíticas presentes en el contenido del C1, tal como en el rumen o 
tracto gastrointestinal de diferentes especies animales (Matsui et al. 2010). 
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Tabla 25. Similitud de los clones de 16S ARNr de la genoteca FS con secuencias de 
aislamientos de referencia (GenBank). 
OTUs 
Identificación de los 
clones 
N° de bases 
% de 
similitud 
Aislamiento relacionado 
N° de 
GenBank 
FS07 FS07, FS17, FS51, FS55 446 96 Fibrobacter succinogenes H23 JF970205 
FS15 FS15, FS23, FS26 446 97 Fibrobacter succinogenes MC1 M62693 
FS08 FS08, FS54 446 98 Fibrobacter succinogenes AS206 AB275488 
FS14 FS14 446 98 Fibrobacter succinogenes AS206 AB275488 
FS01 
FS01, FS02, FS09, FS30, 
FS42, FS46, FS66                  
446 100 Fibrobacter sp. RM1 AB730669 
FS47, FS53 446 99 Fibrobacter sp. RM1 AB730669 
FS29 446 100 Fibrobacter succinogenes OS120 AB275502 
FS03, FS28, FS32, FS37, 
FS50 
446 99 Fibrobacter succinogenes OS120 AB275502 
FS04, FS22 446 100 Fibrobacter succinogenes H23 JF970205 
FS11, FS36, FS48, FS58, 
FS64 
446 100 Fibrobacter succinogenes S85 NR_042149 
FS45, FS61, FS65 446 99 Fibrobacter succinogenes S85 NR_042149 
FS12, FS16, FS18, FS31, 
FS34, FS39, FS43, FS52, 
FS59 
446 100 Fibrobacter succinogenes R AJ505938 
FS25, FS27, FS33, FS56 446 99 Fibrobacter succinogenes R AJ505938 
FS40 446 99 Fibrobacter succinogenes OS118 AB275500 
FS60 446 99 Fibrobacter succinogenes NR_074123 
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Figura 33. Árbol filogenético de la genoteca FS y su relación con cepas de referencia. El árbol se construyó 
usando el método Maximun likelihood (PhyML). Las secuencias de los clones obtenidos en este estudio se 
encuentran resaltadas en negrita, seguido en paréntesis por el número de clones al 100% de similitud. Los 
números de acceso al GenBank se encuentran junto a los nombres de las cepas de referencia. Los números sobre 
las ramas indican los valores de bootstrap cuando se realizan 500 repeticiones. Valores de bootstrap menores a 
50% no son indicados.La escala de bar representa 0,2 substituciones por una posición de nucleótido. 
Ruminococcus flavefaciens fue utilizado como grupo externo. 
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18. Genotecas de arqueas metanogénicas 
El metano (CH4) es producido por arqueas metanogénicas que utilizan generalmente como 
sustratos el CO2 y el H2 resultantes de la fermentación microbiana de las fibras vegetales de la 
ingesta, cumpliendo un rol importante al evitar la acumulación de H2 en el rumen. El CH4 no es 
asimilado por el animal, siendo liberado al medio ambiente, principalmente mediante la 
eructación. Este proceso resulta en una pérdida de energía para el animal y en la liberación al 
medio ambiente de un gas de importancia en el fenómeno de efecto invernadero (Janssen & 
Kirs 2008; St-Pierre & Wright 2012).  
Con el objetivo de conocer a las principales arqueas metanogénicas encargadas de producir 
metano se construyeron dos genotecas. La genoteca arquea fue construida mediante la 
amplificación del gen 16S ARNr (Met86 y Met915 Rv) y la genoteca mrcA fue construida 
mediante la amplificación del gen codificante de la coenzima metilo reductasa (mcrA) (mcrA Fw 
y mcrA Rv) (Sirohi et al., 2013) cuyo producto es esencial para la biosíntesis de metano. Los 
fragmentos clonados y secuenciados fueron 45 para la genoteca 16S ARNr de las arqueas y 47 
para para la genoteca del gen mcrA. Las curvas de rarefacción indicaron que el número de 
clones analizados fue suficiente para identificar las diferentes OTUs que componen la genoteca 
arquea a nivel de género, pero no de especie, mientras que las curvas de rarefacción de la 
genoteca mrcA, indicaron que se requiere mayor número de clones para revelar la gran 
diversidad presente en esta genoteca (Figura 34). Los índices de riqueza y diversidad (Tabla 26) 
fueron mayores para la genoteca mrcA, lo que indicó que existe mayor diversidad y riqueza en 
esta genoteca.  
Tabla 26. Indices de riqueza y diversidad de las genotecas Arqueas y mrcA. 
  Índices 
  Riqueza Diversidad 
Genoteca Chao 1 Ace Shannon Simpson 
Arqueas 13,4 15 2,3 0,09 
mrcA 20 24 2,4 0,09 
Fueron calculados los índices de riqueza (Chao y Ace) y diversidad (Shannon y Simpson) (Chao 1984; Chao & T-J 
2003) mediante el programa MOTHUR (Schloss et al. 2009). 
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Figura 34. Curvas de rarefacción de la genoteca arquea (A) y genoteca mrcA (B): En el eje X se observa el  número 
de secuencias analizadas. El eje Y representa el N° de OTUs observados a nivel de género (95%) y especie (98%). 
El análisis de las secuencias basados al 98% de similitud revelaron que 15 y 17 OTUs 
corresponden a las genotecas arquea y mrcA respectivamente. El análisis de las secuencias 
mediante BLASTN (http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/) determinó que las secuencias de la genoteca 
arquea, muestran similitud (96-99%) a aislamientos de Methanobrevibacter (Tabla 27) de ovino, 
bovino, humano y de un lago,  y con secuencias de arqueas no cultivadas (98-100%) de origen 
ovino, alpaca, ciervo, dromedario, búfalo y bovino, mientras que las secuencias de la genoteca 
mcrA muestran similitud (90-99%) con aislamientos de Methanobrevibacter ruminantium M1 
(bovino) Methanobrevibacter WBY1 (wallaby), Methanobrevibacter gottschalkii (caballo), 
Methanobrevibacter millerae (bovino) y Methanomicrobium mobile (bovino y relleno sanitario)  
(Tabla 28) y con secuencias de arqueas no cultivadas (92-99%) de origen ovino y bovino.  
En el árbol filogenético de la genoteca arquea, se muestra que todas las secuencias de los 
clones que componen esta genoteca se encuentran en un solo grupo correspondiente al género 
Methanobrevibacter spp., mientras que los otros géneros que comprenden a las arqueas se 
encuentran en otros grupos distantes del grupo Methanobrevibacter. Las especies de 
Methanobrevibacter que presentan mayor similitud son: M. olleyae, M. ruminantium, M. 
wolinii, M. filiformis, M.arboriphilus, M. smithii, M. woesei. M. millearae, M. gottschalkii y M. 
thaueri (Figura 35).  
En el árbol filogenético de la genoteca mrcA se muestra que todas las secuencias de los 
clones que componen esta genoteca se encuentran en tres grupos (Cluster 1, 2 y 3). El cluster 1 
está compuesto por una sola secuencia a la que no se le puede asignar género, pero que esta 
relacionada a una secuencia de arquea no cultivada de origen ovino. El cluster 2, corresponde al 
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género Metanomicrobium, que está relacionado con Metanomicrobium mobile, mientras que el 
cluster 3, corresponde al género Methanobrevibacter, relacionados principalmente con 
Methanobrevibacter sp. WBY1, Methanobrevibacter smithii, Methanobrevibacter gottschalkii y 
Methanobrevibacter ruminantium. Los otros géneros que comprenden a las arqueas se 
encuentran alejados de estos 3 grupos (Figura 36).  
Tal como ocurre en otros animales, el género Methanobrevibacter fue el más prevalente en 
el contenido del C1, por lo que puede ser considerado el más importante en la producción de 
metano en las llamas. 
Tabla 27. Similitud de los clones de 16S ARNr de la genoteca arquea con secuencias 
de aislamientos o clones relacionados (GenBank). 
OTUs/ N° de 
secuencias 
Aislamiento o clon relacionado 
% 
similitud 
N° GenBank 
Arc llama 160/3 
Methanobrevibacter flexile                          
Uncultured archaeon clon AP5-163 
96           
99 
EU333914 
JF302226 
Arc llama 14/1 
Methanobrevibacter sp. 1Y                            
Uncultured archaeon clon C-36 
96               
98 
DQ135988 
AB905855 
Arc llama 155/1 
Methanobrevibacter sp. 1Y                            
Uncultured rumen methanogen clon SDmet6 
97            
98 
DQ135988 
KC454083 
Arc llama 150/2 
Methanobrevibacter sp. 1Y                           
Uncultured archaeon clon C2ALCO7 
97           
99 
DQ135988 
JQ179597 
Arc llama158/1 
Methanobrevibacter sp. 1Y                             
Uncultured rumen methanogen clone 
SDmet103 
97           
99 
DQ135988 
KC454254 
Arc llama 8/1 
Methanobrevibacter sp. 1Y                           
Uncultured archaeon clon C2TRE12 
97           
99 
DQ135988 
JQ179634 
Arc llama 118/9 
Methanobrevibacter sp. 1Y                           
Uncultured methanogen clon BC-SZ29 
98-100            
98-99 
DQ135988 
HQ659043  
Arc llama 140/1 
Methanobrevibacter sp. WBY1                     
Uncultured archaeon clon C-45 
98           
99 
EU919428 
AB905864 
Arc llama 5/3 
Methanobrevibacter sp. YE288                         
Uncultured archaeon clon E7-4 
99           
99- 100 
GQ906571 
JN596048 
Arc llama 17/10 
Methanobrevibacter sp. YE288                          
Uncultured archaeon clon AP5-191 
97-98           
99-100 
GQ906571 
JF302246 
Arc llama 20/7 
Methanobrevibacter sp. ABM4                       
Uncultured archaeon clon KR-H11-D03,  
97-98     
98-99 
AJ550156 
FJ579547 
Arc llama 149/2 
Methanobrevibacter sp. YE288                        
Uncultured archaeon clon SRmetG42 
97            
99  
GQ906571 
EU413663 
Arc llama 113/1 
Methanobrevibacter smithii PS                    
Uncultured archaeon clon UVM-J174 
96            
98 
NR_074235 
JF683231 
Arc llama 122/1 
Methanobrevibacter sp. 1Y                           
Uncultured archaeon clone QTPC70 
96           
99 
DQ135988 
JF807132 
Arc llama 23/2 
Methanobrevibacter sp. 1Y                           
Uncultured archaeon clon C1TRF03                
99            
99 
DQ135988 
JQ179573 
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Figura 35. Árbol filogenético de la genoteca arquea y su relación con cepas de referencia.  El árbol se construyó 
utilizando el método Maximun likelihood (PhyML). Las secuencias de los clones obtenidos en este estudio se 
encuentran resaltadas en negrita. Los números de acceso al GenBank se encuentran junto a las secuencias de 
referencia. Los números sobre las ramas indican los valores de bootstrap cuando se realizan 500 repeticiones. 
Valores de bootstrap menores a 50% no son indicados. La escala de bar representa 0,02 substituciones por una 
posición de nucleótido.  
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Tabla 28. Similitud de los clones de la genoteca mrcA con aislamientos con 
secuencias de y clones relacionados (GenBank). 
OTUs/ N° de 
secuencias 
Aislamiento o clon relacionado % similitud N° GenBank 
mcrA llama 29/4 
Methanomicrobium mobile DSM 1539    
Unculture archeon mcrA clon mD-C-CA180 
99                  
99 
AF414044 
AB617456 
mcrA llama 12/1 
Unculture metanogenic archeon mcrA clon 
DNADFD03 
99 HQ658199 
mcrA llama 14/1 Unculture archeon mcrA clon mR-A-160 92 AB615645 
mcrA llama50/1 
Methanobrevibacter sp. WBY1                       
Unculture archeon mcrA clon mD-C-68 
93             
97 
EU919429 
AB613704 
mcrA llama 52/1 Methanobrevibacter gottchalkii PG       94 EU919431  
mcrA llama53/2 
Methanobrevibacter gottchalkii PG           
Unculture archeon mcrAmR-B-152 
94            
97 
EU919431 
AB615817 
mcrA llama 24/2 
Methanobrevibacter millerae ZA10                
Unculture archeon mcrA692_mCont62 
91            
92 
EU919430 
AB557010 
mcrA llama 44/1 
Methanobrevibacter millerae ZA10          
Unculture archeon mcrAmD-B-38 
91             
94 
EU919430 
AB613494 
mcrA llama 10/2 
Methanobrevibacter  millerae ZA10  
Unculture archeon mcrAmCont78 
94            
99-97 
EU919430 
AB538123 
mcrA llama 39/2 
Methanobrevibacter millerae ZA10        
Unculture archeon mcrAmD-C-118 
94             
98 
EU919430 
AB617306 
mcrA llama 23/7 
Methanobrevibacter millerae ZA10             
Unculture archeon mcrA694_mCont1         
94            
98 
EU919430 
AB557131 
mcrA llama 3/5 
Methanobrevibacter woesei GS                
Unculture archeon mcrAmR-B-186 
91             
94-95 
EU919432 
AB615851 
mcrA llama 4/2 
Methanobrevibacter ruminantium M1         
Unculture archeon mcrAmCont19 
90-89           
96 
CP001719 
AB538064 
mcrA llama 7/12 Unculture archeon mcrA clon mCNSL45 94 AB538181 
mcrA llama 8/1 Unculture archeon mcrA clon mCNSL55 95 AB538191  
mcrA llama 40/2 Unculture archeon mcrA clon mCNSL55 94-93 AB538191 
mcrA llama 47/1 Uncultured archaeon mcrA mCNSL8 94 AB538144 
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Figura 36. Árbol filogenético de la genoteca mrcA y su relación con cepas de referencia. El árbol se construyó 
utilizando el método Maximun likelihood (PhyML). Las secuencias de los clones obtenidos en este estudio se 
encuentran resaltadas en negrita. Los números de acceso al GenBank se encuentran junto a las secuencias de 
referencia. Los números sobre las ramas indican los valores de bootstrap cuando se realizan 500 repeticiones. 
Valores de bootstrap menores a 50% no son indicados. La escala de bar representa 0,02 substituciones por una 
posición de nucleótido.  
Las secuencias de los clones pertenecientes a las genotecas arquea y mrcA fueron 
depositadas en el GenBank, con números de acceso de KM203917 a KM204008. 
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19. Recuento e identificación de protozoos 
Los protozoos anaerobios estrictos al igual que otros microorganismos del rumen pueden 
fermentar polisacáridos estructurales de las plantas, para obtener productos como AGV, ácido 
láctico, dióxido de carbono e hidrógeno. La especificidad del tipo de protozoo presente en los 
animales depende del lugar donde se realiza la fermentación, la especie animal y sobre todo la 
dieta. La dieta a su vez puede afectar el pH y el tiempo de renovación del contenido, los que son 
muy importantes en el establecimiento y crecimiento de la población de los protozoos. Si bien, 
han sido reportados como no esenciales para la vida del animal su ausencia ocasiona cambios a 
nivel ruminal, tales como disminución de pH, aumento de ácido láctico, disminución de 
amoníaco, disminución la metanogénesis e incremento de las poblaciones de bacterias y 
hongos. Por lo que su ausencia ha sido relacionada como un incremento de la eficiencia de 
conversión alimenticia, especialmente en dietas con elevado porcentaje de forraje, debido al 
incremento de bacterias y hongos que asumen su función (Kamra 2005). 
La composición de la población de protozoos del rumen ha sido estudiada en diferentes 
especies de rumiantes y en varias regiones geográficas. Sin embargo, los reportes sobre los 
protozoos de CSA son escasos, por lo que es necesario profundizar el conocimiento del número 
y especies de protozoos presentes. La diversidad de protozoos ha sido extensamente estudiada 
en el contenido ruminal, donde la mayoría de los protozoos corresponden a la familia 
Ophryoscolecidae y son los únicos encontrados en rumiantes y camélidos. Los valores 
reportados de protozoos son de 1x104 a 1x106, donde el género Entodinium puede llegar a 
representar del 80 a 90% del total de protozoos presentes (Hungate 1966; Mackie et al. 1999) 
En los ensayos previos de esta tesis, se consideraron sólo llamas procedentes de dos zonas 
geográficas las cuales se alimentaban principalmente de heno de alfalfa (Buenos Aires) y 
Festuca argentinensis (Jujuy). En esta sección de protozoos se incluye un nuevo grupo de llamas 
ubicadas en Tilcara en la provincia de Jujuy, las que se alimentan de heno de alfalfa, de la misma 
manera que las llamas de Buenos Aires. Me pareció interesante comparar el número y 
diversidad de protozoos de llamas alimentadas con el mismo tipo de dieta en dos lugares 
geográficamente distintos.  
Los resultados de este trabajo muestran que la concentración total de los protozoos de las 
llamas de Buenos Aires, Tilcara y Cieneguillas fue de 9,6, 10,4 y 5,5 x 10⁴/ml, respectivamente. 
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 No se encontraron diferencias significativas (p>0,05) entre los valores de las concentraciones 
de los grupos. El género Entodinium fue el más frecuentemente observado, seguido de 
Eudiplodinium. Ambos géneros fueron encontrados en los tres grupos de animales (Figura 37). 
 
Figura 37. Comparación de las poblaciones de protozoos Entodinium y Eudiplodinium. 
El porcentaje de protozoos del género Entodinium observados en las llamas de Buenos Aires 
corresponde al 97,9 % e incluyen 7 especies. Las especies encontradas corresponden a E. 
caudatum morfotipo caudatum, E. longinucleatum, E. bovis, E. caudatum morfotipo dubardi, E. 
parvum, E. exiguum y E. ovibos, éste último fue encontrado solo en una llama. El protozoo del 
género Eudiplodinium fue observado en bajas proporciones sólo en cuatro llamas. Mientras, que 
los protozoos del género Entodinium en las llamas de Tilcara corresponden al 92,3 % e incluye 8 
especies. Las especies encontradas en altas proporciones corresponden a E. longinucleatum y E. 
caudatum morfotipo caudatum, seguidos de E. bimastus, E. bovis, E. caudatum  morfotipo 
dubardi,  E. dubardi, E. exiguum, y E. parvum. El protozoo del género Eudiplodinium fue 
observado en cuatro llamas en bajas proporciones. El porcentaje de protozoos observados en 
las llamas de Cieneguillas corresponde al 71,4 % del género Entodinium e incluye 5 especies. Las 
especies encontradas en altas proporciones corresponden a E. caudatum y E. longinucleatum, 
seguidos de E. bovis, E. exigum y E. parvum. Una llama contenía sólo un tipo de protozoo, el  
Eudiplodinium maggii (Tabla 29). 
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Tabla 29. Concentración y distribución de especies de protozoos en el C1 de las llamas de Buenos Aires, Tilcara y Cieneguillas. 
  Buenos Aires Tilcara, Jujuy Cieneguillas, Jujuy 
Protozoos 1 2 3 4 5 6 7 8 1 2 3 4 1 2 3 4 5 6 
Concentración 22,2 6,6 2,8 4,2 12,5 5,8 8,1 14,6 5,1 20 8,7 8 0,7 2,7 12 5,8 6,4 5,6 
Promedio (9,6 cells x 104 / ml)   
      
    
  
    
    
  
Géneros/especies/morfotipo   
      
    
  
    
    
  
Entodinium %   
      
    
  
    
    
  
E, bimastus (Sladecek)   
      
  5,8 8,6 7     
    
  
E, bovis (Wertheim) 1,1 2 3,3 5 5 
 
0,7 3,5 8,7 
 
4,2 4,2   5,2 1,8 
  
1 
E, caudatum ( Stein)   
      
    
  
    
    
  
 m,  caudatum (Stein)   
     
16 14,5 10,4 7,8 13,8 1,6   
    
  
 m, dubardi (Lubisnky) 59,4 60,3 36 63,9 59,7 61,9 52,6 53 29 30,1 30,7 20,8   29,1 29,8 34,5 45,3 17,5 
E, dubardi (Buisson)   3,7 
  
10 2,5 
 
0,5 6,5 18 4,6 0,9   
    
  
E, exiguum (Dogiel) 1,4 4,5 0,7 4,2 14 7,1 0,2 0,5 7 
 
6 41   5,2 1,8 
  
1,5 
E, longinucleatum (Dogiel) 27 16,9 16,5 13,9 1,5 17,8 16 17 23,7 16,5 19,7 21,4   31,9 53,3 41,7 39 72,5 
E, ovibos (Dehority)   
 
15 
    
    
  
    
    
  
E, parvum (Buisson) 9,7 5,2 28,5 13 9,8 10,7 9,5 8 1,6 8,3 9 2,3   2,3 3,7 6,3 2,4 2,5 
Eudiplodinium %   
      
    
  
    
    
  
E, maggii (Fiorentini) 1,4 7,4 
    
5 3 7,3 10,7 5 7,8 100 26,3 9,6 17,5 13,3 5 
    
      
    
  
    
    
  
 Total de especies observadas 6 7 6 5 6 5 7 8 9 7 9 8 1 6 6 4 4 6 
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Los tamaños de los protozoos se muestran en la Tabla 30. Los protozoos del género 
Entodinium presentaron tamaños menores en los tres grupos de llamas. Además el protozoo E. 
exiguum fue el que presentó la menor tamaño, con un rango de 28-40 µm de largo y  de 13 -28 
µm de ancho. E. longinucleatum presentó mayor tamaño, con un rango de 30-95 µm de largo y 
de 23-48 µm de ancho en los tres grupos de llamas. En relación al género Eudiplodinium, este 
presentó un mayor tamaño que el género Entodinium con dimensiones de largo y ancho de 164 
µm (110-173) y 106 µm (77-125), 170 µm (125-195) y  100 µm (83-117),  165 µm (125-190) y 
105 µm (80-125) en las llamas de Buenos Aires, Tilcara y Cieneguillas respectivamente. 
En la Figura 38 se presentan fotos de los protozoos encontrados en este trabajo de tesis. Se 
muestran protozoos del género Entodinium, con presencia de macronúcleos coloreados de 
verde de distinta morfología y dispuestos cercanamente a la pared, no presentan placas 
esqueléticas, presentan una zona ciliar y algunos presentan espinas caudales, mientras que los 
protozoos del género Eudiplodinium (Figura 39) presenta claramente un núcleo alargado de 
color verde alejado de la pared, dos zonas ciliares, vacuolas y una delgada placa esquelética 
situada al centro. 
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Tabla 30. Tamaño de los protozoos encontrados en el C1 de las llamas de Buenos Aires y Jujuy (Tilcara y Cieneguillas). 
  Buenos Aires Tilcara, Jujuy Cieneguillas, Jujuy 
  largo µm ancho µm largo µm ancho µm largo µm ancho µm 
Protozoos rango promedio rango promedio rango promedio rango promedio rango promedio rango promedio 
Géneros/especies/morfotipo   
  
    
  
  
   
  
Entodinium %   
  
    
  
  
   
  
E, bimastus (Sladecek)   
  
  45-47 46 28-35 31 
   
  
E, bovis (Wertheim) 33-45 38 25-27 26 35-45 40 23-30 29 33-45 38 25-26 26 
E, caudatum ( Stein)   
  
    
  
  
   
  
 m,  caudatum (Stein) 58-76 67 30-32 31 62-80 74 38-43 36 
   
  
 m, dubardi (Lubisnky) 38-50 43 20-35 28 30-50 43 23-38 31 35-48 42 20-33 27 
E, dubardi (Buisson) 35-43 38 23-28 25 35-45 42 25-33 30 
   
  
E, exiguum (Dogiel) 35-40 37 23-28 25 30-35 33 13-23 17 28-33 30 18-23 21 
E, longinucleatum (Dogiel) 42-75 55 25-47 39 45-95 62 28-48 38 30-55 42 23-30 27 
E, ovibos (Dehority) 35-50 41 22-27 25   
  
  
   
  
E, parvum (Buisson) 35-45 40 22-30 27 35-45 41 23-28 26 38-43 24 23-30 40 
Eudiplodinium %   
  
    
  
  
   
  
E, maggii (Fiorentini) 110-173 164 77-125 106 125-195 170 83-117 100 125-190 165 80-125 105 
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Figura 38. Imágenes de protozoos del género Entodinium encontrados en este trabajo 400x. A (E. bimastus), B (E. 
bovis), E. caudatum  C (morfotipo caudatum), D (morfotipo dubardi),  E (E. dubardi), F (E. exiguum), G (E. 
longinucleatum), H (E. ovibos), I (E. parvum). En todas las fotos los macronúcleos están coloreados de verde y 
situados cerca al ectoplasma. Lo que diferencia a cada uno de ellos es principalmente la disposición, forma y 
tamaño de los macronúcleos y la presencia de una sola zona ciliar. Los protozoos A y C presentan espina caudal, 
otros tienen el esófago  con forma curva A y B y recta F.En el protozoo F se observa presencia de labio adoral 
pronunciado. G son los más grandes de este género y presentan el macronúcleo alargado. G1 macronúcleo 
alargado recto con presencia de LCG. G2 nucleo alargado curvo.  (ACZ) Zona adoral ciliar retráctil, OAL (labio 
adoral externo), CS (espina caudal), CpH (esófago) se observan lo cilios en A, C y G1.  
 
 
Figura 39. Imágenes de protozoos del género Eudiplodidium encontrados en este trabajo. J1 (Eudiplodinium 
maggii): Se observa el macronúcleo de color verde, alargado y alejado del ectoplasma. En la parte superior del 
macronúcleo se encuentra el micronúcleo.  Presenta el OP (opérculo) y dos (LCZ y ACZ) zonas ciliares q están 
cerradas. Se observan tres vacuolas grandes. J2 (Eudiplodinium maggii donde se observa la placa esquelética. J3 
se observan zonas ciliares abiertas. 
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El número de protozoos reportados en este trabajo de tesis, es similar a los reportados en 
otros camélidos y rumiantes. Los protozoos de los géneros Entodinium y Eudiplodium 
encontrados en el C1 de las llamas son fermentadores eficientes de los carbohidratos de la 
pared celular, por lo que se explicaría su presencia en el C1 de llamas que consumen solo 
forraje, mientras que otros protozoos como los holotricos que no fueron encontrados en el C1 
de las llamas, son responsables de fermentar el almidón, que es uno de los componentes en la 
dieta concentrados de los rumiantes domésticos. 
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DISCUSIÓN 
Los estudios sobre ecosistemas microbianos complejos como el compartimento 1 (C1) de los 
camélidos sudamericanos (CSA) constituyen una base importante para el entendimiento de la 
nutrición de estos animales. Con el fin de incrementar la digestibilidad de los forrajes de la 
dieta, es necesario conocer la diversidad microbiana, el rol que cumplen y las actividades 
enzimáticas que están involucradas, sobre todo mediante técnicas moleculares, que constituyen 
una gran herramienta para el estudio de este ecosistema, siendo fundamentales para superar 
las limitaciones del cultivo bacteriano convencional. Los estudios sobre el contenido del rumen 
tradicionalmente fueron restringidos a evaluar los parámetros tales como AGV, amoníaco, pH y 
conteo de poblaciones microbianas, con el objetivo de evaluar el impacto de las dietas 
aportadas a estos animales. Tal como ocurre en los rumiantes los CSA no poseen la capacidad 
de producir por sí mismos las enzimas requeridas para degradar la fibra vegetal en la ingesta. 
Las actividades enzimáticas son realizadas por los microorganismos presentes en el rumen, que 
degradan y fermentan el forraje fibroso de la dieta generando ácidos grasos volátiles y proteína 
de alto valor nutritivo para el rumiante. A cambio, el animal les brinda a los microorganismos el 
lugar apropiado para crecer (Varga & Kolver 1997). 
En la actualidad los microbiomas ruminales de bovinos, ovinos, caprinos, búfalos, canguros y 
dromedarios, están mejor estudiados mediante técnicas moleculares (Tajima et al. 1999; Koike 
& Kobayashi 2001; Ouwerkerk et al. 2005; Wright et al. 2006; Samsudin et al. 2011), sin 
embargo son escasos los reportes en CSA. 
Los resultados obtenidos en este trabajo de investigación, revelan la diversidad y cantidad de 
bacterias, arqueas y protozoos que habitan en el C1 de la llama. Las técnicas moleculares que se 
utilizaron en este trabajo, hicieron posible la detección y caracterización de bacterias y arqueas 
que por metodologías de cultivo no se pudieron concretar previamente.  
En la actualidad, no existen datos disponibles sobre la cuantificación de bacterias del C1 en 
llamas, a diferencia de otras especies animales, en las cuales fueron realizadas mayor número 
de investigaciones. Si bien existen trabajos sobre la cuantificación de bacterias mediante la 
técnica de PCR en tiempo real, tradicionalmente las referencias provienen del conteo mediante 
la técnica de roll tube y del número más probable (NMP). En un trabajo de investigación 
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empleando la metodología del roll tube, se informó un valor promedio de 3,00 ± 0,05x109 
UFC/ml de bacterias anaerobias totales (CBAT) obtenidas a partir del rumen de ovejas (Dehority 
et al. 1989). En otro estudio, empleando la misma metodología, se obtuvieron valores de 2,80 a 
11,00x109 UFC/ml de CBAT, en el rumen de bovinos alimentados con una dieta con elevada 
proporción de forrajes (Leedle et al. 1982).  En otro trabajo, empleando la técnica de PCR en 
tiempo real, fueron cuantificadas las bacterias del estómago de dromedario, donde se 
obtuvieron valores promedio de 1,13x107/ml de C1 para las bacterias totales, de 2,03x103/ml 
para F. succinogenes y de 9,83x103/ml para R. flavefaciens (Samsudin 2011), mediante la misma 
técnica a partir de muestras de alpaca y oveja, encontraron valores menores que los reportados 
en las llamas de este trabajo (Pei et al. 2010).  
En este trabajo de tesis, la concentración de CBAT empleando la metodología del roll tube, 
fue significativamente diferente entre los dos grupos de llamas (P < 0,05). La CBAT registrada en 
las llamas de Buenos Aires alimentadas con heno de alfalfa fue de 1,6x108 UFC/ml y de las 
llamas de Jujuy que se alimentaron de F. argentiniensis y de Parastephia quadrangularis fue de 
7,53x108 UFC/ml. La concentración de bacterias amilolíticas (CBA) y bacterias celulolíticas (CBC) 
empleando la metodología de NMP, a partir del C1 de las llamas de Jujuy (170x107 UFC/ml y 
35,73x107 UFC/ml) fueron significativamente superiores (P < 0,05) a las concentraciones 
observadas a partir de las llamas de Buenos Aires (0,07x107 UFC/ml y 0,51 x 107 UFC/ml). A 
pesar que las muestras de Buenos Aires fueron procesadas inmediatamente después del 
muestreo y las muestras de Jujuy fueron procesadas 24 hs posteriores al muestreo, fue mayor la 
población bacteriana en las llamas procedentes de Jujuy, esto puede deberse probablemente al 
tipo de alimento que ingieren las llamas de Jujuy, donde existe una mayor necesidad de 
actividades enzimáticas y por lo tanto mayor número de bacterias para degradar el forraje. Es 
necesario mencionar que el método de roll tube podría dar valores menores que los reales 
debido a que algunas bacterias de diferente especie se encontrarían conformando una sola 
colonia, además un gran porcentaje de bacterias no crecen en las condiciones de laboratorio, 
por lo tanto se estaría sub estimando el número de colonias. Mientras que el método de NMP 
podría sobre estimar los valores debido a la capacidad de muchas bacterias para utilizar varios 
sustratos o los azúcares simples derivados de la digestión de los mismos. No obstante estas 
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aclaraciones los resultados muestran claramente la diferencia numérica de las poblaciones 
bacterianas entre ambos grupos de llamas. 
Los resultados de este trabajo y reportes previos revelan que el tipo de dieta utilizado en la 
alimentación de los animales juega un rol importante en la composición bacteriana ruminal, 
aunque es complicado definir cuál es el factor principal que influye en la definición de la 
abundancia y diversidad de la comunidad bacteriana (Pei et al. 2010). Los valores mayores 
obtenidos de los conteos de las bacterias en las muestras del C1 de las llamas de Jujuy, podrían 
ser debido a que las llamas están mejor adaptadas a las condiciones hostiles de la altura, donde 
deben alimentarse de forrajes de baja calidad nutricional (San Martin & Bryant 1989). 
La tasa de pasaje de líquidos más rápido en las llamas a diferencia de otros animales 
(Harrison et al. 1975), y relativamente corto periodo de retención de fluidos,  permitiría la 
optimización de la síntesis de proteínas, sumado al pH del C1 más cercano a lo neutral de 
manera más constante (Lemosquet et al. 1996),  mejoraría el crecimiento microbiano 
garantizando una mínima cantidad de energía para el mantenimiento de la población 
microbiana (Isaacson et al. 1975; Hespell & Bryant 1979).  
Cuando se comparan dietas en rumiantes domésticos (fistulados) lo habitual es realizar la 
cinética de los parámetros (AGV, pH y N-NH3) del contenido ruminal, tomando muestras a 
diferentes horas del día. En este trabajo de tesis sólo se tuvo la oportunidad de un sólo 
muestreo, por lo tanto, los resultados muestran un solo valor por animal. Los valores de ácidos 
grasos volátiles totales (AGV) fueron obtenidos utilizando la técnica de cromatografía gaseosa 
(Tabla 12), los cuales fueron comparables a los reportados en rumiantes. Los principales AGV 
fueron acético, propiónico y butírico. En un trabajo de investigación (utilizaron la técnica de 
destilación al vapor y titulación de la acidez con hidróxido de bario hasta el punto final del rojo 
de fenol, pH: 8,4) se reportaron valores de AGV menores (62,08mM) en alpacas que habían sido 
sometidos a ayuno prolongado a diferencia de las que no fueron sometidas a ayuno (82,86mM). 
Los valores de AGV en alpacas (alimentadas con alfalfa y viviendo a nivel del mar) alcanzaron 
129,06mM, logrando una concentración de 114,88mM a las dos horas post ingesta, a diferencia 
de las alpacas en la altura (alimentadas con pastura nativa) que alcanzaron los niveles máximos 
de 116,36mM a las seis horas post ingesta. Además el mismo autor demostró que en la altura o 
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a nivel de mar, la concentración de AGV fue mayor en el C1 que en C2 y C3, significando que el 
mayor grado de fermentación ocurre en el C1 donde las condiciones son más favorables para la 
actividad microbiana sobre los componentes de la ingesta. (Vallenas et al. 1973a; Vallenas et al. 
1973b). En otro trabajo (utilizando cromatografía gaseosa) se reportaron valores de 46,83 y 
56,14mM en alpacas y de 83,52 y 54,84mM en ovejas sometidas a dos dietas principalmente de 
sorgo y alfalfa, respectivamente (Liu et al. 2009). Mientras que reportaron valores en promedio 
de 134mM en 25 camellos alimentados con pasturas nativas y de 104 a 164mM en 2 camellos 
alimentados con paja de trigo (Jouany 1989). Las diferencias de los resultados de AGV obtenidos 
en este trabajo, relacionados con los trabajos previos, se deberían principalmente al tipo de 
alimento y al momento de la toma de muestra. Los valores mayores de AGV en el C1 en las 
llamas de Jujuy se deberían a una fermentación mayor del alimento.  
El rango óptimo de pH para una adecuada fermentación de fibra y síntesis de proteína 
microbiana se sitúa entre valores de 6 y 7. Valores inferiores de pH, por un periodo mayor a 4 
hs, producen una disminución significativa de la población microbiana (Harrison et al. 1975; De 
Veth & Kolver 2001). Se ha informado valores de pH de 6,8 a 7,9 en el C1 de llamas sometidas a 
ayuno prolongado, mientras en las que habían comido recientemente los valores de pH fueron 
de 6,5 a 7,7; estos resultados muestran la capacidad buffering del estómago debido a la 
absorción de los AGV producidos (Jouany et al. 1995).  
En este trabajo, los valores de pH del contenido del C1 de las llamas procedentes de Jujuy 
(5,96 - 7,04) fueron menores al pH de C1 de las llamas de Buenos Aires (6,72-7,3). Los valores de 
pH, mostraron una clara relación inversa con la concentración de AGV totales (Tabla 12). Esta 
variación de pH pudo ser debido al momento de la toma de muestra, dado a que las llamas de 
Buenos Aires estuvieron en ayuno más de 4 horas y las llamas de Jujuy con un ayuno menor a 
dos horas. Debe tenerse en cuenta que el ambiente del C1 tiende a acidificarse debido a la 
fermentación, que ocasiona un aumento por la producción de CO2 y AGV. Sin embargo la rumia 
con producción de saliva aumenta la capacidad buffering del C1, lográndose mantener el pH en 
neutro, que es necesario para el crecimiento y mantenimiento de las bacterias y de esta manera 
se mejora las actividades enzimáticas para actuar sobre el forraje consumido (Russell & Wilson 
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1996). Cuando las llamas están en ayuno también tratan de mantener la capacidad buffering 
aun cuando hay menor producción de saliva.  
Los valores de N-NH3 del C1, fueron en promedio de 19,1 y 22,2 mg /100 ml en las llamas de 
Buenos Aires y de Jujuy respectivamente (Tabla 13). Estos valores de N-NH3 en el C1 de las 
llamas fueron similares a los valores reportados en otros animales. Han sido reportados valores 
de 17 mg/100 ml en alpacas y de 22 a 25 mg/100 ml en ovejas alimentadas con dos forrajes 
distintos (Liu et al. 2009). En dromedarios alimentados con dos tipos de dietas los valores 
informados de N-NH3 fueron de 2,3 a 9,5 mg/100 ml (Jouany et al. 1995). En novillos que 
pastorean gramíneas o en asociaciones con leguminosas, se reportaron valores de 3,2 a 13,3 
mg/100 ml (Hess et al. 1992). En otro trabajo realizado a partir del C1 de camellos y 
dromedarios alimentados con diferentes dietas, fueron reportados concentraciones de 10,2 
mg/100 ml y 8,2 mg/100 ml (Ghosal et al. 1981; Farid et al. 1984). En novillos con y sin 
suplemento de semilla de algodón se obtuvieron  valores de 11,2 a 16,4 y 8 mg/100 ml al inicio 
de la experiencia, mientras que se obtuvieron valores de 9 a 12,9 y 5,5 mg/100 ml a las 18 hs 
post alimentación (Koza et al. 2003). En los rumiantes, estos valores varían según el tipo de 
alimento consumido, sobre todo el porcentaje de proteína y el momento de la toma de 
muestra. Considerando el aporte proteico de la ingesta, las llamas alimentadas en Jujuy 
recibieron un menor aporte proteico, sin embargo, presentaron mayores concentraciones de 
amoníaco (Figura 14). En general, niveles bajos de nitrógeno fermentable inciden en forma 
negativa en el aprovechamiento del forraje, debido a una reducción en la tasa de fermentación 
en el rumen. Además, el pH del contenido ruminal controla la velocidad de absorción del 
amonio hacia la sangre. A un pH por debajo de 6,5, el amoníaco se encuentra en forma de NH4, 
la disminución del pH del rumen detiene el paso del amonio a la sangre, lo cual es benéfico para 
las bacterias que disponen de más tiempo para aprovecharlo. 
Los camélidos en general tienen una mayor capacidad de reciclaje del nitrógeno a través de 
la mucosa digestiva que los pequeños rumiantes domésticos, lo que limita las pérdidas urinarias 
de nitrógeno. Los CSA son capaces de aportar el nitrógeno derivado de la masa microbiana del 
rumen para cubrir sus necesidades de nitrógeno soluble, incluso en condiciones de alimentación 
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con un escaso aporte de proteínas (Emmanuel et al. 1976; Engelhardt & Schneider 1977; Kay & 
Maloiy 1989).  
En este trabajo se provee información ecológica y fisiológica de aislamientos bacterianos 
anaerobios estrictos a partir del C1 del estómago de las llamas de Buenos Aires y de Jujuy. Para 
intentar el aislamiento de bacterias anaerobias, se utilizaron medios de cultivo que contienen 
celulosa, glucosa, celobiosa y maltosa, además de otros insumos necesarios para el desarrollo 
de las bacterias de origen ruminal  (Tabla 33). Posteriormente fueron utilizados medios de 
cultivo que contienen un solo tipo de carbohidrato como única fuente de carbono para detectar 
en forma individual la digestión de los mismos. Si bien los aislamientos fermentaron el mayor 
porcentaje de carbohidratos, ninguno utilizó la celulosa.  
Según estudios previos, la mayoría de las bacterias presentes en el rumen, pertenecen al 
filum Firmicutes, seguido por el filum Bacteroidetes (Figura 4 y Tabla 19). Los Firmicutes son 
bacterias generalmente Gram positivas y los Bacteroidetes son bacterias generalmente Gram 
negativas, estos dos filum incluyen bacterias anaerobias cultivadas y no cultivadas que poseen 
actividades enzimáticas para la digestión de diferentes sustratos presentes en el alimento 
consumido.  
Los trabajos realizados previamente, muestran las dificultades en el proceso del aislamiento 
de las bacterias anaerobias ruminales. El proceso de aislamiento se inicia con cientos de 
colonias,  seguido de procedimientos de subcultivos hasta lograr aislamientos puros (Kenters et 
al. 2011). Es frecuente obtener cultivos mixtos aun después de subcultivos, sobre todo porque 
algunas bacterias crecen por la actividad de otra, o en el proceso de cultivo de las colonias se 
repica a más de una. En un trabajo de investigación (Kenters et al. 2011), aislaron bacterias 
ruminales de rumen de oveja, mediante un método que involucra solo cultivos líquidos. A partir 
de 1000 tubos inoculados sólo 54 aislamientos aparentemente fueron cultivos puros, lo que fue 
demostrado por microscopia y secuenciación de la región 16S ARNr. Tal como resultó en esta 
tesis donde la mayoría de los aislamientos estuvieron en cultivos mixtos o no crecieron después 
de subcultivos. 
El advenimiento de las tecnologías de secuenciación de genes y la disponibilidad de una gran 
base de datos pública para el análisis comparativo de las secuencias del gen 16S ARNr, han 
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permitido la identificación de los aislamientos del rumen como pertenecientes al género 
Butyrivibrio spp y Pseudobutyrivibrio spp, los cuales se encuentran dentro del filum Firmicutes.  
Hasta el momento solo se han descripto dos especies del género Pseudobutyrivibrio, P. ruminis y 
P. xilanovoras, la principal diferencia entre estas dos cepas se debe a la actividad amilolítica, 
xilanolítica y proteolítica presente solo en P. xilanovorans (Kopecny et al 2003, Van Gylswick  et 
al 1996). En estudios previos la mayoría de las cepas del género Butyrivibrio se han aislado a 
partir del tracto gastrointestinal de otras especies animales y se han clasificado como 
Butyrivibrio fibrisolvens, Butyrivibrio hungatei (Kopecny 2003), Butyrivibrio proteoclasticus 
(Moon et al 2008). Unas pocas cepas aisladas a partir de heces humanas se designan como 
Butyrivibrio crossotus (Bryant y Small 1956, Kopecny et al 2003). Las especies de este género 
presentan variaciones considerables en las propiedades fenotípicas y de heterogeneidad en 
relación al ADN, por lo que podrían representar mayor número de géneros (Forster et al. 1996) 
(Willems et al. 1996; Kopecny et al. 2001). 
A pesar de las dificultades encontradas en el aislamiento de bacterias anaerobias, en este 
trabajo se pudieron aislar y caracterizar 11 aislamientos correspondientes al género Butyrivibrio 
y Pseudobutyrivibrio a partir del C1 de los dos grupos de llamas. De estos aislamientos se pudo 
clasificar al aislamiento Inlla 3 hasta la categoría de género y especie con una similitud del 99% 
en la secuencia nucleotídica de su 16S ARNr con otros aislamientos de Pseudobutyrivibrio 
ruminis, mientras que Inlla 2, inlla 6, Inlla 15 e Inlla 20 fueron clasificados como 
Pseudobutyrivibrio spp. Inlla 4 fue clasificado como Butyrivibrio sp. y los aislamientos Inlla 14, 
Inlla 16, Inlla 18, Inlla 19 e Inlla 21 fueron clasificados como Butyrivibrio fibrisolvens.  
Varios trabajos de investigación a partir de diferentes tipos de muestras incluido el rumen 
muestran la presencia de bacterias aún no cultivadas en el laboratorio (Tajima et al. 1999; 
Rappe & Giovannoni 2003; Edwards et al. 2004; Ozutsumi et al. 2005). Si bien existen varios 
protocolos de preparación de medios de cultivo (Kopecny et al. 2003; Kenters et al. 2011), la 
mayoría de las especies bacterianas no han sido aisladas (Kobayashi 2006) debido a la dificultad 
de cultivar estas bacterias anaerobias en el laboratorio. En un trabajo (Creevey et al. 2014) 
informaron que sobre un total de 20 filum bacterianos que han sido detectados en el rumen, 
sólo nueve filum tienen cultivos representativos, los demás sólo se han encontrado por 
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secuenciación a partir del contenido ruminal. Los resultados de las secuencias de 16S ARNr 
confirman que los aislamientos pertenecientes a ambos géneros presentan una vasta 
heterogeneidad genética, por lo que podrían clasificarse como nuevas especies, sumado a los 
reportes previos, donde mencionan la diversidad morfológica, metabólica y serológica de las 
cepas de Burytivibrio, este género estaría compuesto por varias especies (Bryant & Small 1956a; 
Hespell 1992). Para asignar a la bacteria Butyrivibrio como nueva especie, es necesario evaluar 
otras características fenotípicas, realizar nuevos ensayos genéticos y analíticos, evaluar la 
composición de ácidos grasos celulares, la producción de ácido linoleico conjugado y ácido 
esteárico, para definir su potencial nombre de las nuevas especies o variantes de cepas que han 
sido reportados por otros autores.  
Debido a las dificultades encontradas al intentar aislar bacterias anaerobias a partir del C1, es 
necesario utilizar nuevas estrategias para intentar el aislamiento de bacterias que actualmente 
no pueden ser cultivadas y que podrían ser importantes para entender el proceso de la 
digestión del forraje. Para ello es necesario elaborar nuevos medios de cultivo o modificar los 
actuales, modificar las condiciones de cultivo y también se debería incrementar el número 
inicial de colonias para tener mayor probabilidad de aislar estas bacterias. 
Los aislamientos Pseudobutyrivibrio ruminis (Inlla 3) y Butyrivibrio sp. (Inlla 4), cuyos genomas 
fueron parcialmente secuenciados, corresponden a géneros que tienen una elevada población 
en el rumen y además son considerados degradadores de diversos sustratos en el contenido 
ruminal  (Van Gylswyk et al. 1996 ; Kopecny et al. 2003; Moon et al. 2008). Aunque los 
resultados son preliminares, ambos aislamientos tienen características particulares que una vez 
concluida la secuenciación de estos genomas, los datos generados permitirán predecir las 
funciones de estas bacterias y por lo tanto aportar en la comprensión del rol que cumplen en la 
digestión y fermentación del alimento.  
Se conoce que las bacterias anaerobias que habitan el rumen, se encuentran adheridas al 
forraje, en el licor ruminal, adheridas a la pared del rumen o adheridas a la superficie de los 
protozoos (Czerkawski & Cheng 1988), cumpliendo diferentes funciones para que se produzca la 
digestión del alimento consumido. Estas funciones son realizadas principalmente por 
actividades celulolíticas, hemicelulolíticas, amilolíticas, pectinolíticas y lipolíticas de las bacterias 
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anaerobias, las cuales interactúan entre sí para el mejor aprovechamiento del alimento. Tal cual 
ocurre en el rumen; en el C1, las bacterias anaerobias se encontrarían localizadas y tendrían 
funciones similares. 
En este trabajo se estudió la diversidad bacteriana presente en el contenido del C1 mediante 
la obtención y análisis de genotecas de clones de 16s ARNr, una estrategia empleada en 
numerosos trabajos previos. Si bien el número de secuencias analizadas no es 
significativamente elevado, es suficiente para realizar un análisis semicuantitativo. 
En este trabajo, la similitud de las secuencias/OTUs que conforman las genotecas de BA y JU 
(82/73 y 82/66), se corresponden principalmente a nivel de filum (>80% de similitud). Como 
fueron descritos en trabajos previos realizados a partir de dromedarios, bovinos, búfalos, gayals, 
avestruz y ciervo rojo; las secuencias correspondientes a bacterias del filum Firmicutes y 
Bacteroidetes fueron las más abundantes (Tajima et al. 1999; Sundset et al. 2007; Yang et al. 
2010a; Yang et al. 2010b; Samsudin et al. 2011) (Tabla 19). El porcentaje de secuencias 
pertenecientes a Firmicutes fue mayor en la genoteca JU (79%) que en la genoteca BA (50%). En 
relación al filum Bacteroidetes, este fue menor en la genoteca JU (15%) en relación a la 
genoteca BA (38%). En ambas genotecas, los géneros  Butyrivibrio (Firmicutes) y Prevotella 
(Bacteroidetes) fueron los más representativos (Figura 26).  
En términos de actividades enzimáticas vinculadas a las familias y géneros bacterianos, 
usualmente presentes en ambientes ruminales, se encontró que la mayoría de las secuencias 
del gen 16S ARNr están relacionados con géneros bacterianos degradadores de fibra, tales como 
Ruminococcus spp. y Butyrivibrio spp. También estarían relacionadas con Prevotella spp. la cual 
presenta actividad xilanolítica (Stewart et al 1997) y Selenomonas spp, que ha sido considerada 
como resistente a metabolitos tóxicos como el tanino. Las interacciones entre las bacterias 
fibrolíticas y no fibrolíticas, mantienen y promueven la actividad fibrolítica para la digestión del 
forraje consumido. La combinación de las bacterias celulolíticas y especies de Treponema, 
Selenomonas, Prevotella y Butyrivibrio aceleran la tasa de digestión de la celulosa, debido a la 
retroalimentación de los productos de la fermentación de los oligomeros y monómeros, 
resultante de la degradación de los polímeros por las bacterias celulolíticas (Cheng et al. 1991; 
Fondevila & Dehority 1996; Flint 1997; Koike & Kobayashi 2009). 
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A pesar del número elevado de bacterias celulolíticas presentes en el C1 reportado en este 
trabajo (Tabla 11), no fue posible mediante el análisis de las genotecas la detección de 
secuencias de 16S ARNr de Fibrobacter spp., la cual es considerada una de las principales 
bacterias celulolíticas en el rumen. No es sorprendente este hallazgo, debido a que otros 
reportes indican que esta bacteria, aunque es numéricamente importante (2,6% en ovejas), 
tampoco ha sido detectada en trabajos similares que emplearon genotecas de 16S ARNr (Koike 
& Kobayashi 2009) (Tajima et al. 1999; Pei et al. 2010; Samsudin et al. 2011). Se especula que 
esto podría explicarse por una amplificación menos eficiente de algunas secuencias del 16S 
ARNr presentes en muestras complejas. 
Las genotecas de BA y JU, presentaron secuencias nucleotídicas 16S ARNr que representarían 
potenciales nuevas especies bacterianas, debido a que la mayoría de los OTUs fueron 
clasificados como <97% de similitud con las secuencias de aislamientos relacionados (Figura 27). 
En los árboles filogenéticos se observa un agrupamiento de OTUs a nivel de filum Bacteroidetes 
de la genoteca BA, que no está relacionado con secuencias de aislamientos previamente 
reportados, mientras que el mismo filum de la genoteca JU, se observan los OTUs que si bien 
están relacionados con aislamientos previos, el porcentaje de similitud es ≤ 90%, por lo que 
estas secuencias representarían nuevas especies. Las genotecas BA y JU comparten en común 
secuencias de 16 ARNr con similitud a secuencias de Butyrivibrio sp, Butyrivibrio 
proteoclasticum, Ruminococcus flavefaciens, Selenomonas ruminantium y Prevotella ruminicola. 
Además como fue mencionado en los resultados, mediante la técnica de PCR empleando 
iniciadores específicos para diversos géneros bacterianos no sólo fueron detectados las especies 
mencionadas, si no también se detectó la presencia de Streptococcus bovis, Pseudobutyrivibrio 
spp, Ruminococcus albus y Fibrobacter succinogenes, en el contenido del C1 de las llamas de 
Buenos Aires y de Jujuy (Figura 22). La detección de estas bacterias en ambos grupos de llamas 
mediante la técnica de PCR sólo indica la presencia de estas en el C1, mientras que la 
construcción de las genotecas de clones de 16S ARNr, permitió revelar la diversidad, riqueza y 
relación filogenética con las secuencias relacionadas depositadas en el GenBank, facilitando la 
clasificación de las bacterias. 
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La taxonomía y la diversidad del consorcio bacteriano de los camélidos, en general usando las 
secuencias del gen de 16S ARNr, ha sido escasamente documentada en relación a los rumiantes 
(Tajima et al. 1999; Edwards et al. 2004), a los animales monogástricos (Daly et al. 2001; Lesser 
et al. 2002) o a los animales salvajes (Ley et al. 2008). Hasta el momento sólo se ha publicado un 
trabajo realizado a partir del pre estómago de camélidos, en particular en dromedario 
(Samsudin et al. 2011) y de la alpaca (Pei et al. 2010). 
Aunque el análisis del algoritmo LIBSHOUT indicó diferencia significativa entre las dos 
poblaciones de llamas (p < 0,05) (Tabla 18), sería necesario incrementar el número de clones en 
el análisis, además de realizar estudios con animales de diferentes edades en condiciones 
controladas (dieta, medio ambiente y toma de muestra) para disminuir las variables que 
pudieran ocasionar modificación en los resultados. 
Los resultados mostrados en los gráficos, las tablas y los árboles filogenéticos revelaron la 
gran diversidad y riqueza de las poblaciones bacterianas que habitan el C1 de las llamas; siendo 
la mayoría de las OTUs relacionados <97% de similitud con géneros y especies previamente 
reportados, estos datos, sumados a la alta proporción (50% de la biomasa) (Creevey et al. 2014) 
que representan las bacterias en la población total de microorganismos, demuestra la 
importancia de las bacterias no sólo por su diversidad y riqueza, sus interacciones y actividades 
enzimáticas, sino también por la alta proporción. La detección de las bacterias del C1 en ambos 
grupos de llamas revela que cumplen un rol fundamental en la degradación y fermentación del 
forraje fibroso generando principalmente AGV y proteínas para la nutrición de los animales.  
Las bacterias, hongos y protozoos presentan enzimas que actúan sobre enlaces β-
glucosídicos de la celulosa, pero debido a la menor proporción de la actividad degradativa de la 
fibra por los protozoos y la menor biomasa de los hongos, tienen una menor contribución en la 
hidrólisis de la fibra. Es importante destacar que la mayoría de las bacterias asociadas a la 
degradación de las fibras corresponden a un 77% de bacterias que aún no han sido cultivadas y 
sólo un 17% de los clones fueron clasificados o corresponden con aislamientos de bacterias 
fibrolíticas (Koike et al. 2003; Koike et al. 2010).  
Si bien en las genotecas BA y JU fueron detectadas secuencias relacionadas a bacterias 
fibrolíticas, sólo se pudo detectar al género Ruminococcus, no pudiéndose detectar al género 
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Fibrobacter. Ambos géneros son considerados como representantes de las principales bacterias 
celulolíticas, aunque podrían constituir solo una pequeña proporción del total de la población 
de bacterias fibrolíticas, por lo que las bacterias aún no cultivadas podrían ser las responsables 
de la mayor digestión en el rumen (Koike & Kobayashi 2009).  
En un estudio previo (Varel & Dehority 1989), realizado a partir del rumen bovino, fue 
reportado que del total de bacterias celulolíticas, la proporción de F. succinogenes, R. 
flavefaciens y R. albus fue de 33, 2,6 y 46%, respectivamente, además la habilidad de digerir la 
celulosa por estas bacterias es mayor que otras bacterias celulolíticas. Se estima que las 
poblaciones de bacterias asociadas con partículas alimenticias, son responsables del 88-91% de 
actividad endoglucanasa y xylanasa, estas bacterias son predominantes numéricamente, 
pudiendo llegar a representar más del 75% de la población microbiana (Williams & Strachan 
1984; Minato et al. 1993). Estos datos indican la importancia de las bacterias asociadas a fibras, 
debido a que la adherencia de estas bacterias a la fibra vegetal es el paso inicial esencial para 
iniciar la digestión del forraje (Koike & Kobayashi 2009). 
Para lograr un mayor conocimiento de la diversidad de estas tres especies bacterianas se  
construyeron y analizaron genotecas de clones de secuencias parciales de 16S ARNr, mediante 
iniciadores específicos para analizar la diversidad de Ruminococcus albus, Ruminococcus 
flavefaciens y Fibrobacter succinogenes y su relación filogenética con los aislamientos 
relacionados (Figura 22).  
La genoteca RA (Ruminococcus albus) está conformada por 30 clones correspondientes a dos 
OTUs (98% similitud), que tienen alta similitud con aislamientos de R. albus del rumen Tabla 23), 
especialmente de ovino y bovino (Ito et al. 2008). Las relaciones filogenéticas presentadas en el 
árbol (Figura 31) muestran que todas las secuencias de la genoteca RA y las secuencias 
relacionadas se encuentran dentro de un solo grupo. Además, las secuencias relacionadas de 
aislamientos de R. albus tienen una similitud entre sí, de 97-99%, lo que significa que los 
aislamientos son muy similares, al igual que las secuencias de la genoteca RA. La genoteca RF 
(Ruminococcus flavefaciens) está conformada por 35 clones correspondientes a 19 OTUs (98% 
similitud) los cuales tienen alta similitud principalmente con las cepas de referencia (Tabla 24) 
aisladas de rumen de ovinos y bovinos (Krause et al. 1999; Jindou et al. 2008; Kenters et al. 
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2011). Las relaciones filogenéticas exhibidas en el árbol (Figura 32) muestran que toda la 
genoteca RF y las secuencias relacionadas se encuentran dentro de un sólo grupo. Además las 
cepas de referencia de R. flavefaciens tienen una similitud de 97-98% entre sí. Los resultados 
muestran que el OTU RF29 podría tratarse de una subespecie bacteriana, debido a que presenta 
una similitud de 96% con una cepa de referencia de Ruminococcus flavefaciens y una similitud 
igual o menor a 97% con las demás OTUs RF. La genoteca FS (Fibrobacter succinogenes) está 
conformada por 50 clones (98% similitud), los cuales corresponden a cinco OTUs que tienen alta 
similitud con las cepas de referencia (Tabla 25) aisladas de rumen de ovinos y bovinos (Bera-
Maillet et al. 2004; Shinkai et al. 2009; Nyonyo et al. 2013). Las relaciones filogenéticas 
presentadas en el árbol (Figura 33) muestran que toda la genoteca FS se encuentra dentro de un 
solo grupo. Existen controversias respecto al número de especies presentes dentro del género 
Fibrobacter. Si bien han sido reportadas varias cepas pertenecientes a la misma especie, es 
probable que algunas pudieran pertenecer a una nueva especie dentro del mismo género 
(Matsui et al. 2010). Los resultados muestran que la OTU FS07 podría tratarse de una sub 
especie bacteriana, debido a que tiene una similitud de 96% con una cepa de referencia de 
Fibrobacter succinogenes y una similitud igual o menor a 97% con los demás OTUs FS. 
Asumiendo que no existieron errores en el proceso de amplificación, los OTUs con similitud < 96 
se tratarían de probables nuevas especies. 
Las cepas de referencia de las tres bacterias celulolíticas (R. albus, R. flavefaciens y F. 
succinogenes) fueron obtenidas a partir de otras especies animales. La presencia de estas  
bacterias celulolíticas en el C1 de las llamas de Buenos Aires y de Jujuy, confirman el rol que 
estas bacterias cumplen en la degradación de forrajes fibrosos consumido por estos animales. 
Sin embargo, estas no son las únicas bacterias fibrolíticas presentes en el rumen de los 
animales. Estudios previos informan que grupos bacterianos pertenecientes al filum 
Bacteroidetes (U2 y U3) con capacidad fibrolítica no tienen similitud con aislamientos 
bacterianos previamente descritos (Koike et al. 2010). A partir de este conocimiento se 
diseñaron estrategias para aislar dos cepas fibrolíticas pertenecientes al grupo U2, las que 
demostraron tener actividad xilanasa y α-L-arabinofurasonidasa (Koike et al. 2010). Estos 
resultados se relacionan con este trabajo de tesis donde se muestra agrupamientos de OTUs en 
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los árboles filogenéticos de BA y JU a nivel del filum Bacteroidetes que no tienen similitud con 
las secuencias de bacterias aisladas, que  probablemente también tengan actividad celulolítica u 
otra actividad que favorezca el incremento de la digestión de la celulosa.  
La alta densidad de bacterias degradadoras de fibra en el C1 de las llamas especialmente de 
las de Jujuy, puede explicar parcialmente por qué estos animales pueden sobrevivir en 
condiciones climáticas adversas donde se alimentan con forraje de baja calidad nutricional. 
Además los CSA como la llama, tienen el proceso fisiológico de rumia, de los movimientos de los 
compartimentos del estómago, mayor tiempo de retención y la capacidad de mantener el pH en 
valores neutrales, todo esto contribuye a una mejor actividad celulolítica de los 
microorganismos. 
En este trabajo también se construyeron genotecas con el objetivo de determinar la 
diversidad de arqueas que habitan en el C1. Las arqueas metanogénicas utilizan generalmente 
como sustratos el CO2 e H2 resultantes de la fermentación de las fibras vegetales de la ingesta. 
El metano producido, no es asimilado por el animal, siendo liberado al medio ambiente, 
principalmente mediante la eructación. Este proceso resulta en una pérdida de energía para el 
animal y en la liberación al medio ambiente de un gas de importancia en el fenómeno de efecto 
invernadero (Janssen & Kirs 2008; St-Pierre & Wright 2012). El aumento de las temperaturas 
medias globales pueden generar cambios significativos en los ecosistemas, tal como las zonas 
alto andinas donde viven los CSA. Estos animales pueden verse afectados tanto por el 
incremento de la temperatura como por la escasez de agua, siendo de esta manera vulnerables 
al cambio climático. Los CSA producirían menor cantidad de metano, (Bustinza 1986; Raggi & 
Crossley 1990; Pinares-Patino et al. 2003; Liu et al. 2009) por lo que la información generada 
respecto al tipo de población de arqueas metanogénicas presentes resultaría en un aporte para 
el diseño de estrategias racionales de mitigación. 
Los trabajos realizados utilizando herramientas moleculares revelaron que el género 
Methanobrevibacter es el predominante en el rumen de bovinos cruzados Bos indicus de 
Queesland, siendo la mayor la diversidad de metanógenos en bovinos alimentados con una 
dieta a base de forraje que a base de granos (Ouwerkerk et al. 2008). En un estudio realizado 
(St-Pierre & Wright 2012) a partir del estómago de cinco alpacas (alimentadas de Pleum 
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pratense, trebol, centeno suplementado con bananas y manzanas) se encontró un elevado 
número (88,3% de los clones) del género  Methanobrevibacter, mostrando mayor similitud con 
Methanobrevibacter millerae. 
En este trabajo, las secuencias/OTUs (45/15) de la genoteca de arquea corresponden en su 
totalidad al género Methanobrevibacter spp. relacionados principalmente a aislamientos de M. 
olleyae, M. ruminantium, M. wolinii, M. filiformis, M.arboriphilus, M. smithii, M. woesei. M. 
millearae, M. gottschalkii y M. thaueri (Tabla 27), a partir del contenido ruminal o heces de 
bovino, ovino, caballo, oveja, ganso, humano y de un lago (Miller & Lin 2002; Wright & Pimm 
2003; Rea et al. 2007; Samuel et al. 2007; Zhu et al. 2011), mientras que las secuencias/OTUs 
(47/17) de la genoteca de mrcA corresponden a tres grupos de arqueas. El grupo mayoritario 
(95,7%) (Cluster 3), corresponde al género Methanobrevibacter (89 a 99% de similitud), que 
además incluyen otras secuencias (OTUs mrcA 7, 8, 14, 40, 47) que están relacionadas 
principalmente a secuencias de arqueas no cultivadas (93-95 de similitud). Si bien, estas 
secuencias tienen baja similitud al género Methanobrevibacter (80-90 de similitud) se les 
considera pertenecientes a este género, debido a que se encuentran relacionadas 
filogeneticamente dentro del Cluster 3 correspondiente al género Methanobrevibacter. Sólo la 
secuencia 29, está relacionada (99% de similitud) al género Methanomicrobium (Cluster 1) 
(Tabla 27 y Tabla 28). Otra secuencia (OTU mrcA 12), tiene baja similitud con el género 
Methanosphaera (<80%). Esta secuencia podría tratarse de un nuevo género (Cluster 2), debido 
a que no se encuentra dentro del grupo de Methanobrevibacter, tampoco está relacionada con 
los demás géneros incluidos en el árbol de la Figura 36. Los aislamientos más relacionadas al 
género Methanobrevibacter fueron M. ruminantium, M. millerae, M. gottchalkii, M. woesei y 
Methanobrevibacte sp WBY1.  que fueron reportados previamente a apartir de otras especies 
animales (Miller & Lin 2002; Rea et al. 2007; Evans et al. 2009). La genoteca mcrA mostró una 
mayor diversidad a nivel de género que la genoteca arquea, además es importante mencionar 
que 16 secuencias de la genoteca mcrA solo llegaron a ser clasificadas a nivel de filum, lo que 
podría sugerir que estás secuencias pertenecen a arqueas metanogénicas todavía no descritas. 
Las secuencias de especies de arqueas no cultivadas más relacionadas a ambas genotecas, 
provienen de genotecas realizadas a partir de otros animales, siendo la mayoría reportados de 
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bovinos, ovinos, dromedarios, alpaca, búfalo y ciervo (Zhou et al. 2009; St-Pierre & Wright 2012; 
Turnbull et al. 2012; Li et al. 2013). Tal como ocurre en otros animales, el género 
Methanobrevibacter fue el más prevalente en el contenido del C1, por lo que puede ser 
considerado el más importante en la producción de metano en las llamas.  
También se logró cuantificar y caracterizar a los protozoos anaerobios estrictos, los cuales 
comparten el hábitat del C1 con poblaciones de bacterias, hongos, arqueas, bacteriófagos y 
eventuales microrganismos que llegan al C1. Los protozoos participan en la fermentación de 
polisacáridos estructurales de las plantas, obteniéndose productos que son similares a los de las 
bacterias (AGV, ácido láctico, dióxido de carbono e hidrógeno). Adicionales productos de la 
fermentación son vitaminas y proteína microbiana. Se ha reportado que los protozoos 
entodiniomorphidos tales como Entodinium longinucleatum, Eudiplodinium maggii, Entodinium 
bursa y Eremoplastron bovis tienen adheridos metanógenos en su superficie externa 
presumiblemente a causa del hidrógeno liberado por los hidrogenosomas presentes en los 
protozoos. De esta manera los metanógenos tienen una relación simbiótica con los protozoos, 
obteniendo un suministro constante de hidrógeno (Nolan & Godwin 1999; Kamra 2005).  
Los protozoos tienen por característica no crecer en cultivos axénicos, necesitando de la 
presencia de bacterias para sobrevivir. La especificidad del tipo de protozoo presente en los 
animales depende del lugar donde se realiza la fermentación, la especie animal y la dieta. La 
dieta a su vez puede afectar el pH y el tiempo de renovación del contenido, siendo ambos muy 
importantes en el establecimiento y crecimiento de la población de los protozoos (Dehority 
2003; Dehority & Odenyo 2003). Resulta difícil de explicar la especificidad de los protozoos dado 
a un hábitat en particular en los que fueron encontrados y si además los protozoos son 
esenciales para el hospedero animal. Existen reportes donde trabajan con animales defaunados, 
los que aparentemente no se ven afectados en la salud o producción, debido a que el rol 
desempeñado por los protozoos es de alguna forma compensada por las bacterias, las que a su 
vez tuvieron que incrementar su número para compensar la función (Eadie & Hobson 1962). 
La composición de la población de protozoos del rumen en diferentes especies de rumiantes 
ha sido estudiada en varias regiones geográficas. No obstante, el conocimiento sobre la 
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distribución de estos microorganismos en CSA son escasos. Por lo que los resultados de esta 
tesis resultan en un gran aporte al estudio de los protozoos en camélidos. 
Los protozoos que corresponden a la familia Ophryoscolecidae son los únicos encontrados en 
rumiantes y camélidos. Los valores reportados varían de 1x104 a 1x106, de los cuales el género 
Entodiniae puede llegar a representar del 80 a 90% del total de protozoos (Hungate 1966; Clarke 
& Bauchop 1977; Mackie et al. 1999). En un trabajo previo informaron valores de 39,64 (9,12 a 
104,64 x 10⁴) protozoos/ ml en el contenido de C1 de llamas del altiplano boliviano, además se 
lograron identificar de cuatro a once especies, todos del géneros Entodinium, pero no fueron 
observados protozoos del género Eudiplodinium (Del Valle et al. 2008). Estudios realizados en el 
pre estómago de dromedarios de Egipto reportaron que el promedio de protozoos ciliados fue 
de 13,9 (4,9 a 109,4x10⁴) protozoos/ml. Además lograron distinguir un total de 10 géneros 
conteniendo 31 especies y 16 morfotipos.(Kubesi & Dehority 2002)  
En este trabajo, la concentración total de protozoos en el contenido del C1 de las  llamas fue 
de 10,4 (2,8 a 22,2x104), 5,5 (5,1 a 20x104) y de 9,6 (0,7 a 12x104) protozoos/ml para Buenos 
Aires, Tilcara y Cieneguillas respectivamente. De acuerdo a este estudio en el contenido del C1 
de las llamas puede presentar dos géneros Entodidium y Eudiplodidium. Dentro del género 
Entodinium se pudo observar hasta ocho especies distintas, mientras que dentro del género 
Eudiplodidium se observó solo una especie.  
Los resultados muestran diferencias grupales e individuales en número y especies de 
protozoos presentes, aun siendo los animales del mismo hato. No obstante, las pruebas 
estadísticas muestran que no existen diferencias significativas entre los grupos, debido 
probablemente al bajo e irregular número de animales en cada grupo. Además, sólo 
presentaron dos géneros y ningún otro tipo de protozoo pudo ser distinguido, siendo el 
protozoo Eudiplodidium maggii un nuevo género y especie encontrado en camélidos. No fueron 
encontrados protozoos del tipo vestibuliferidos (Isotricha y Dasytricha) que son frecuentemente 
observados en bovinos, tampoco fueron observados especies del género Caloscolex, 
Diplodinium cameli and Entodinium ovumrajae, que son comúnmente encontrados en 
camélidos del viejo mundo. Lo que podría confirmar y explicar la especificidad en la especie 
animal. 
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La composición de la dieta de las llamas en un ambiente nativo, en condiciones hostiles como 
el frio y la altura, depende de la disponibilidad (cantidad y calidad) del alimento, que varía según 
la época del año, carga animal y la selectividad individual. Esta dieta está compuesta 
principalmente de especies forrajeras con diferencias nutricionales pero con grandes cantidades 
de fibra y bajo porcentaje de proteína, las cuales son utilizadas para satisfacer sus 
requerimientos nutricionales. La alta eficiencia digestiva de estos alimentos de baja calidad 
nutricional está relacionada con el mayor tiempo de retención del alimento, la mayor frecuencia 
de contracciones, los ciclos de rumia, la capacidad buffering debido al mayor flujo de saliva y a 
la composición y cantidad de los microorganismos que habitan el C1. Estas características del 
sistema digestivo de los CSA permitirían un eficiente mezclado, fermentación y absorción del 
forraje consumido, sobre todo en las llamas criadas en su ambiente nativo. 
Este trabajo de investigación contribuye al conocimiento sobre la diversidad microbiana 
presente en el C1 de llama. Se logró la cuantificación, detección y diversidad genética de 
bacterias anaerobias, además la cuantificación de los parámetros tales como pH, N-NH3 y AGV. 
Se pudo revelar la composición de las principales bacterias y arqueas metanogénicas que 
habitan el C1. Se detectaron potenciales nuevas especies bacterianas, además se logró la 
cuantificación y detección de género y especie de protozoos. Este estudio provee una visión del 
ecosistema microbiano del C1 de la llama y sienta las bases para futuros estudios relacionados a 
comprender la diversidad e interacciones de los microorganismos, no sólo teniendo el objetivo 
de contribuir a la producción animal, sino también a nivel de la generación de conocimientos 
que pueden ser de utilidad para industria alimenticia y de biocombustibles. 
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CONCLUSIONES 
 
Este trabajo de investigación es el primero en proveer información sobre aislamientos 
bacterianos anaerobios estrictos a partir del C1 del estómago de la llama. 
Los valores de pH, AGV y amoníaco en el contenido del C1 varian principalmente con el tipo de 
dieta.  
La diversidad genética de bacterias a partir del C1 del estómago de la llama reveló que el filum 
Firmicutes, seguido por Bacteroidetes, son los más predominantes en ambos grupos de llamas, 
mostrando también que el filum Firmicutes está más representado en la genoteca de llamas de 
Jujuy que en la de Buenos Aires. 
Las secuencias de las genotecas de clones de 16S ARNr de las llamas de Buenos Aires, Jujuy y de 
bacterias fibrolíticas revelaron que la población de bacterias que habitan el contenido del C1 de 
la llama presenta similitud con bacterias ya descritas y secuencias de bacterias no cultivadas que 
han sido reportadas a partir de otras especies animales. 
La población de bacterias totales, celulolíticas y amilolíticas fue mayor en las llamas de Jujuy. 
La población de arqueas metanógenas detectadas en el C1 de la llama corresponden 
principalmente al género Methanobrevibacter spp. 
Las llamas sólo presentan dos géneros de protozoos: Entodinium y Endiplodinium. El género 
Entodinium es el protozoo prevalente en el C1 de las llamas.  
Es el primer reporte del protozoo Eudiplodinium maggii en llamas. 
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ANEXOS 
Tabla 31.  Análisis de los alimentos consumidos por las llamas. 
Determinaciones 
Alfalfa                      
(Buenos Aires) 
Festuca argentiniensis 
(Vegas)          
(Cieneguillas, Jujuy) 
Alfalfa              
(Tilcara, Jujuy) 
Parastephia quadrangularis 
(Tola)                   
(Cieneguillas, Jujuy) 
Materia seca% 90,38 87,23 90,41 94,03 
Proteína bruta% (base MS) 12,65 3,42 19,24 6,76 
Fibra detergente neutro % (base MS) 57,09 71,17 50,38 50,1 
Fibra Detergente ácido % (base MS) 46,83 47 33,74 34,91 
Lignina % (base MS) 11,05 5,6 7,39 12,6 
Almidón % (base MS) 0,56 0,53 1,01 0,04 
Digestibilidad* 52,42 52,29 62,62 61,71 
* Digestibilidad se determina a partir de FDA. 
 
Figura 40. Forrajes consumidos por las llamas: Festuca argentinensis (A), Parastephia quadranularis (B) y heno de alfalfa (C)
A B C 
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Tabla 32. Tabla para la determinación del número más probable. 
tubos positivos tubos positivos tubos positivos 
10ml 1,0ml 0,1ml NMP 10ml 1,0ml 0,1ml NMP 10ml 1,0ml 0,1ml NMP 
0 0 1 3 1 2 0 11 2 3 3 53 
0 0 2 6 1 2 1 15 3 0 0 23 
0 0 3 9 1 2 2 20 3 0 1 39 
0 1 0 3 1 2 3 24 3 0 2 64 
0 1 1 6 1 3 0 16 3 0 3 95 
0 1 2 9 1 3 1 20 3 1 0 43 
0 1 3 12 1 3 2 24 3 1 1 75 
0 2 0 6 1 3 3 29 3 1 2 120 
0 2 1 9 2 0 0 9 3 1 3 160 
0 2 2 12 2 0 1 14 3 2 0 93 
0 2 3 6 2 0 2 20 3 2 1 150 
0 3 0 9 2 0 3 26 3 2 2 210 
0 3 1 13 2 1 0 15 3 2 3 290 
0 3 2 16 2 1 1 20 3 3 0 240 
0 3 3 19 2 1 2 27 3 3 1 460 
1 0 0 4 2 1 3 34 3 3 2 1100 
1 0 1 7 2 2 0 21 3 3 3 1100+ 
1 0 2 11 2 2 1 28 
    1 0 3 15 2 2 2 35 
    1 1 0 7 2 2 3 42 
    1 1 1 11 2 3 0 29 
    1 1 2 15 2 3 1 26 
    1 1 3 19 2 3 2 44         
Jacobs &Gerstein’s Handbook of Microbiology, Copyright 1960, D. Van Nostrand Company, Inc., Princeton, N.J. (Dehority 2003)
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Tabla 33: Composición de los medios de cultivo. 
Componentes (1 litro) Dilución  RGCSA*  Xilano  Celulosa  Pectina 
 
Almidón 
 Cultivo 
líquido  Motilidad 
Fluido ruminal ml - 400 300 300 300 300 - 200 
Peptona Tripticasa - 20 5 2 50 5 5 15 
Extracto de Levadura (g) - 20 - 1,2 - - 2 - 
Almidón soluble (g) - 0,25 - - - 1 - - 
Celulosa - - - 10 - - - - 
Pectina (g) - - - - 50 - - - 
Xilano (g) - - 5 - - - - - 
Glucosa (g) - 0,25 - - - - 5 0,35 
Maltosa (g) - 0,25 - - - - - 0,35 
Celobiosa (g)   - 0,25 - 0,2 - - - 0,35 
citrato de amonio - - - - - - - 0,5 
Na2CO3 8%  37,5 50 7,5 50 7,5 50 7,5 50 
Sol. Mineral 1 75 - 75 75 75 75 75 75 
Sol. Mineral 2 75 - 75 75 75 75 75 75 
Sol. Mineral 3 - 200 - - - - - - 
Sol. Mineral 4 - 200 - - - - - - 
Hemina - 1 - - - - - - 
Mix vitaminas - 10 - - - - - - 
Mix AGV - 66,7 - - - - 70 - 
L-Cisteina (g) 0,5 0,5 0,5 0,5 0,5 0,5 0,5 0,5 
rezarsurina 0,1% 1 1 1 1 1 1 1 1 
Casaminoacidos - 2 - - - - - - 
Agar 0,5 20 - - - - - 3 
Agua destilada 812 66,7 540 500 540 500 772 600 
Composición de los medios de cultivo utilizados en este trabajo. RGCSA* medio de cultivo modificado (Grubb & Dehority 
1976)por Cristina Arakaki (laboratorio de microbiología del rumen, Instituto de Patobiología INTA Castelar).
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Tabla 34. Composición de medios de cultivo utilizados en la fermentación de carbohidratos y 
para cromatografía gaseosa. 
  
Fermentación de 
carbohidratos 
Medio para CG 
Sol Mineral 1 75 ml 75 ml 
Sol Mineral 2 75 ml 75 ml 
Resarzurina al 0.1% 1 ml 1 ml 
Peptona Tripticasa  5 g 5 g 
Fluido ruminal 
clarificado 
200 ml 400 ml 
Agua destilada 642 ml 400 ml 
Carbonato de sodio 
al 8% 
7.5 ml 50 ml 
L- Cisteína HCl. H20 0.5 g 0.25g 
Glucosa, maltosa o 
celobiosa 
5 g 10 g 
Sulfuro de sodio 
(Na2S.9H2O) 
- 0.25g 
   
 
Buffers y reactivos: 
Solución mineral 1: Fosfato de potasio dibásico 6 g/ litro. 
Solución mineral 2: Cloruro de sodio 12 g/ litro, Sulfato de amonio 12 g/litro, Fosfato 
monopotásico 6g/ litro, Sulfato de magnesio 2.5 g/ litro y Cloruro de calcio 1.6 g/ litro 
Solución mineral 3: Fosfato de potasio mono (KH2PO4) 4.5 g/ litro 
Solución mineral 4: Cloruro de sodio (ClNa) 4,5 g/ litro, sulfato de amonio SO4 (NH4)2   4,5 g/ 
litro, sulfato de manganeso MnSO H2O 0,1 g/ litro, sulfato de hierro Fe2 (SO4) 3 H2O 0,11 g/ litro, 
cloruro de cobalto Cl2C 6H2O 0,01 g/ litro, sulfato de zinc ZnSO4.7H2O 0,1 g/ litro, cloruro de 
calcio Cl2Ca 2H2O 0,33 g/ litro, sulfato de magnesio MgSO4 7H2O 0,512 g/ litro. 
Carbonato de Sodio: 8 g en 100ml de agua destilada. Mezclar bien y dejar en reposo por 24 
horas antes de su uso. 
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VFA MIX: Mezcla de ácidos grasos volátiles: 
Ácido acético 20ml 
Acido Iso butírico 1ml 
Acido Iso valérico 1,2ml 
Ácido valérico 1,2ml 
Acido 2 metil butírico 1,2ml 
Completar con agua destilada hasta 1 litro.  
Solución de deoxynucleotidos trifosfatos (dNTP): Los dNTP (dATP, dCTP, dGTP, dTTP) fueron 
resuspendidos en forma separada a una concentración de 100 mM. Fueron mezclados en 
iguales concentraciones y diluidas en dH2O hasta una concentración de 25 mM de solución 
stock. Fueron mantenidos a -20°C. 
Buffer fosfato salino (PBS): La solución al 10% de PBS está compuesto de 0,01 g de CaCl2  y 0,01 
g de MgCl2 disuelto en 100 ml de dH2O. A esta solución se le adicionó una solución que contenía 
8,00 g de Na Cl, 0,20 g de KCl, 1,44 g de Na2HPO4 y disuelto en 1000 ml de dH2O. Se ajustó el pH 
a 7,4, fue mezclada y autoclavada a 121°C por 20 min. 
Sodio dodecil sulfato (SDS) 10%: Está compuesta de 100 g de SDS en un litro de dH2O. El pH fue 
ajustado a 7,2, luego fue filtrado en forma estéril a botellas Schott. 
TAE: (Tris-Acetato 10mM, EDTA 1mM, pH 8) 
 
Figura 41. Obtención del contenido ruminal y filtrado del mismo que serán utilizados para preparar los medios de cultivos. 
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Figura 42. Preparación de los medios de cultivo para el crecimiento de las bacterias anaerobias estrictas. A (llenado de los tubos 
con los medios de cultivo). B (tubos con medios de cultivo preparados a ser autoclavados).
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